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 Les opioïdes sont les analgésiques les plus efficaces dans le traitement des douleurs 
sévères. Ils produisent leurs effets en ciblant spécifiquement les récepteurs opioïdes localisés 
tout le long de la voie de perception de la douleur où ils modulent la transmission de 
l'information douloureuse. La plupart des études dans ce domaine essaient de caractériser les 
récepteurs opioïdes à l'état isolé de tout partenaire de signalisation. Cette thèse, par contre, 
montre que le récepteur opioïde delta (DOR) peut former un complexe avec sa protéine G et 
l'un de ses effecteurs impliqués dans la production de l'effet analgésique, le canal potassique à 
rectification entrante activée par les protéines G (Kir3 ou GIRK). Après avoir établi la 
présence de ce complexe constitutif, on a ensuite caractérisé sa stabilité, modulation et 
régulation suite à une stimulation avec des agonistes opioïdes.  
 En premier lieu, on a caractérisé la transmission de l'information du récepteur DOR, 
suite à son activation par un agoniste, vers le canal Kir3. On a remarqué que cette transmission 
ne suit pas le modèle de collision, généralement accepté, mais nécessite plutôt un simple 
changement dans la conformation du complexe préformé. Ensuite, on a déterminé que même 
suite à l'activation prolongée du récepteur DOR par un agoniste complet, le complexe 
DOR/Kir3 maintenait son intégrité et a été reconnu par la βarrestine (βarr) comme une seule 
unité signalétique provoquant ainsi l'internalisation de DOR et Kir3 par un mécanisme 
clathrine et dynamine-dépendant.  
 Ainsi, prises ensemble, ces données montrent que l'activation du récepteur DOR 
déclenche non seulement l'activation de l'effecteur Kir3 mais également un mécanisme de 
régulation qui élimine cet effecteur de la membrane plasmique. 
 
Mots-clés : Complexes multimériques, récepteur opioïde delta, canaux Kir3, protéine G, 
βarrestine, internalisation, désensibilisation, conformation, analgésie, tolérance, régulation, 





 Opioids are the most effective analgesics in the treatment of severe pain. They produce 
their effects by specifically targeting opioid receptors located all along the pain perception 
pathway where they modulate the transmission of pain information. Most studies in this area 
try to characterize the opioid receptor in isolation from any signaling partner. This thesis, on 
the other hand, shows that the delta opioid receptor (DOR) can form a complex with its G 
protein and one of its effectors involved in the production of the analgesic effect, the G protein 
coupled inward rectifying potassium channel (Kir3 or GIRK). Having established the presence 
of this constitutive complex, we then characterized its stability, modulation and regulation 
following stimulation with opioid agonists.  
 First, we characterized the transmission of information from DOR, following its 
activation by an agonist, to the Kir3 channel. We have noticed that this transmission does not 
follow the collision model, generally accepted, but rather requires a simple change in the 
conformation within the preformed complex. Then, we have determined that even following 
prolonged DOR activation by a full agonist, the DOR/Kir3 complex maintained its integrity 
and was recognized by βarrestin (βarr) as a single signaling unit producing the internalization 
of DOR and Kir3 by a clathrin and dynamin-dependent mechanism.  
 Thus, taken together, these data show that DOR activation triggers not only activation 
of the Kir3 effector but also a regulatory mechanism that removes this effector from the 
plasma membrane. 
 
Keywords : Multimeric complexes, delta opioid receptor, Kir3 channels, G protein, βarrestin, 
internalization, desensitization, conformation, analgesia, tolerance, regulation, signaling, 





Table des matières 
Résumé ................................................................................................................ iii 
Abstract ................................................................................................................ iv 
Table des matières ................................................................................................ v 
Liste des figures ................................................................................................ viii 
Liste des sigles et abréviations ............................................................................ x 
Remerciements ................................................................................................... xiv 
1. Introduction ...................................................................................................... 1 
1.1 Les circuits de la douleur ............................................................................................... 1 
1.2 Les récepteurs opioïdes et leurs partenaires de signalisation .................................... 3 
1.2.1 Les récepteurs opioïdes  ........................................................................................... 4 
1.2.2 Ligands du récepteur DOR ....................................................................................... 7 
1.2.3 Les protéines G hétérotrimériques .......................................................................... 10 
1.2.3.1 Diversité dans les sous-unités de la protéine G .............................................. 10 
1.2.3.2 Libération de GDP .......................................................................................... 10 
1.2.3.3 Structure des protéines G ................................................................................ 13 
1.2.4 Les principaux effecteurs des RO ........................................................................... 15 
1.2.4.1 Les canaux calciques voltage-dépendants ...................................................... 15 
1.2.4.2 Les canaux potassiques à rectification entrante de la famille Kir3................. 18 
1.2.4.3 L'adénylate cyclase ......................................................................................... 22 
1.3 Complexes multi-protéiques ........................................................................................ 25 
1.3.1 Relation récepteur - protéine G .............................................................................. 26 
1.3.2 Relation protéine G - effecteur ............................................................................... 29 
1.3.3 Relation récepteur - effecteur ................................................................................. 32 
1.4 Désensibilisation, endocytose et tolérance aux opioïdes ........................................... 34 
1.4.1 La tolérance à l'analgésie ........................................................................................ 34 
1.4.2 Mécanismes moléculaires de la désensibilisation des RO ..................................... 37 




1.4.4 Relation entre l'internalisation et le développement de la tolérance aux opioïdes . 42 
1.4.5 Désensibilisation au niveau des effecteurs ............................................................. 43 
2. Hypothèse et objectifs .................................................................................... 45 
3. Résultats .......................................................................................................... 46 
3.1 Première publication .................................................................................................... 46 
3.1.1 Introduction et mise en contexte du premier article ............................................... 46 
3.1.2 Article 1 .................................................................................................................. 49 
3.2 Deuxième publication ................................................................................................. 102 
3.2.1 Introduction et mise en contexte du deuxième article .......................................... 102 
3.2.2 Article 2 ................................................................................................................ 104 
4. Discussion ...................................................................................................... 153 
4.1 Étude des interactions réalisées entre le récepteur DOR, la protéine G et le canal 
Kir3 .................................................................................................................................... 153 
4.1.1 Le récepteur DOR forme un complexe constitutif avec les sous-unités de la 
protéine G et du canal Kir3 ........................................................................................... 153 
4.1.2 Le complexe constitutif ne se défait pas mais change sa conformation suite à 
l'activation du récepteur ................................................................................................. 155 
4.1.3 Le récepteur DOR transmet l'information conformationnelle à son effecteur Kir3 
via les sous-unités de la protéine G ............................................................................... 156 
4.2 Étude de la régulation du complexe constitutif DOR/Kir3 suite à une stimulation 
prolongée avec un agoniste DOR .................................................................................... 160 
4.2.1 La βarr est recrutée vers le complexe DOR/Kir3 suite à l'activation du récepteur
 ....................................................................................................................................... 160 
4.2.2 Le recrutement de la βarr va de pair avec l'internalisation concomitante du 
récepteur DOR et du canal Kir3 .................................................................................... 161 
4.2.3 L'internalisation du récepteur DOR et du canal Kir3 par la βarr se réalise via un 
mécanisme clathrine et dynamine-dépendant ................................................................ 163 
4.3 Perspectives et directions futures ............................................................................. 165 
4.3.1 Les ligands DOR stabilisent différemment l'interaction entre le récepteur DOR, le 




4.3.2 La différence dans la signalisation des ligands DOR comme outil pour identifier de 
meilleurs analgésiques opioïdes .................................................................................... 167 
4.3.3 Y a-t-il un intérêt à exploiter la régulation différentielle des complexes préformés 
afin d'identifier un meilleur analgésique opioïde ? ....................................................... 177 
5. Conclusion ..................................................................................................... 179 
6. Bibliographie ................................................................................................. 180 
7. Annexes ........................................................................................................... xvi 
7.1 Annexe 1 ....................................................................................................................... xvi 
Regulation of Opioid Receptor Signalling: Implications for the Development of Analgesic 
Tolerance ............................................................................................................................. xvi 
7.2 Annexe 2 ...................................................................................................................... xvii 
Kir3 Channel Signaling Complexes: Focus on Opioid Receptor Signaling ...................... xvii 
7.3 Annexe 3 ..................................................................................................................... xviii 
Ligand- and Cell-dependent Determinants of Internalization and cAMP Modulation by 
Delta Opioid Receptor (DOR) Agonists ........................................................................... xviii 
7.4 Annexe 4 ....................................................................................................................... xix 






Liste des figures 
Figure 1. Physiologie des voies de la douleur…………………………………………………..3 
Figure 2. Organisation spatiale putative du récepteur DOR avec les sous-unités Gαiβ1γ2……..4 
Figure 3. Représentation de la partie supérieure divergente de la poche de liaison des RO…...5 
Figure 4. Structure des ligands opioïdes sélectionnés pour être utilisés dans nos études…........9 
Figure 5. Réarrangement structural putatif observé au niveau des sous-unités de la protéine G -
-suite à l’activation du récepteur DOR par un agoniste.…………………………......11 
Figure 6. Modèle généralement accepté du cycle d’activation des sous-unité de la  
protéine G.………………………………………………………………………….12 
Figure 7. Représentation des sites d’interaction du dimère Gβ1γ2 sur la sous-unité  
Gαi1(GDP).………………………………………………………………………….14 
Figure 8. Représentation de la sous unité α d’un canal Cav2 et des sites d’interaction du -
dimère Gβγ sur cette dernière..……………….…………………………………….17 
Figure 9. Représentation schématique du canal Kir3 en interaction avec le dimère Gβγ……..19 
Figure 10. Voie de signalisation des canaux Kir3 au niveau de la fente synaptique……….…21 
Figure 11. Représentation schématique de l’adénylate cyclase en interaction avec---------------- 
l’hétérotrimère Gαβγ.…………………..……………………………………….…..24 
Figure 12. Principe de la technique de BRET.………………….……………………….….....28 
Figure 13. Représentation des sites d’interaction de la sous-unité Gα(GDP) avec --------------- 
-l'effecteur.………………………….……………………………………………....31 
Figure 14. Les paliers de l'OMS pour le traitement des douleurs nociceptives.………...…….36 
Figure 15. Désensibilisation homologue et internalisation des RCPG.………………….…....38 
Figure 16. Représentation des sites d’interaction de la sous-unité Gα(GTP) et de la βarr sur le -
-récepteur β2AR.……………………………………………………………………40 
Figure 17. Les biosenseurs de protéine G et Kir comme outils pour mesurer l’efficacité d’une --
drogue à produire un effet analgésique.………………………………….….…….166  
Figure 18. Le biosenseur de recrutement de la Barr.…………………………………...…….167 
Figure 19. Le biosenseur EPAC.……………………………….…………………………….168 




Figure 21. Transition de la phase ''courbe dose-réponse'' à la phase ''Δ log (t / KA)''.………170 
Figure 22. Les ligands du récepteur rDOR présentent des profils signalétiques différents.…172 
Figure 23. Comparaison par extrapolation des profils signalétiques de ligands opioïdes chez-- -
-rDOR et hDOR.…...…………………………………………………………………………173 





























Liste des sigles et abréviations 
5-HT    Sérotonine 
7TM    7 domaines transmembranaires  
AC   Adénylate cyclase  
AMPc    Adénosine mono-phosphate cyclique 
AP-2   Protéine adaptatrice 2 
AR-M1000390  N,N-diethyl-4-(phenylpiperidin-4-ylidene-methyl)-benzamide 
ARN    Acide ribonucléique  
ATP    Adénosine tri-phosphate 
BRET    Transfert de la bioluminescence par résonance énergétique 
BSA    Bas seuil d’activation 
CaM    Calmoduline 
Cav    Canaux calciques voltage dépendants  
co-ip    Co-immunoprecipitation  
CXCR4   Récepteur aux chemokines à motif CXC de type 4 
DAG    Diacyl glycérol 
DAMGO   H-Tyr-D-Ala-Gly-N-MePhe-Gly-OH 
DOR   Récepteur opioïde delta 
DPDPE   [D-Pen2,5]Enkephalin , [D-Pen2,D-Pen5]Enkephalin 
DRG    Ganglion de la racine dorsale 
EPAC    Protéine d’échange activé par l’AMPc 
FlAsH   Fluorescein arsenical hairpin binder 
FRET   Transfert de la fluorescence par résonance énergétique 
GABA   Acide γ-aminobutyrique 
GASP    Protéine de triage associée aux RCPG 
GDP    Guanosine diphosphate 
GFP    Protéine fluorescente verte 
GIRK   Canaux potassiques à rectification entrante 
GMPc    Guanosine monophosphate cyclique 




GTP    Guanosine triphosphate 
Gα   Sous-unité α de la protéine G 
Gβ   Sous-unité β de la protéine G 
Gγ   Sous-unité γ de la protéine G 
hDOR   Récepteur opioïde delta humain 
HEK293   Cellules rénales embryonnaires humaines immortalisées avec le gène du 
   virus SV40 
HSA    Haut seuil d’activation  
IKACh    Courant K+ activé par l'acétylcholine  
KA    Affinité fonctionnelle  
Kir    Canal potassique à rectification entrante 
KO    Knock-out 
KOR    Récepteur opioïde kappa 
LC   Locus coeruleus 
log τ /KA   Coefficient de transduction 
M2R    Récepteurs muscariniques de type 2 
MHF    Migraine hémiplégique familiale 
MOR    Récepteur opioïde mu 
OMS    Organisation mondiale de la santé 
ORL-1   Récepteur à la nociceptine  
PC12    Cellules issues de phéochromocytome de rat 
PKA    Protéine kinase A  
PKC    Protéine kinase C 
PLC    Phospholipase C 
RCPG    Récepteurs couplés aux protéines G  
rDOR   Récepteur opioïde delta de rat 
RE    Réticulum endoplasmique 
Rluc    Renilla Luciférase 
RO    Récepteur opioïde 
Ser   Sérine 




SNC-80   4-[(R)-[(2S,5R)-4-allyl-2,5-dimethylpiperazin-1-yl](3-  
   methoxyphenyl)methyl]-N,N-diethylbenzamide 
Src    Tyrosine kinase qui n’est pas un récepteur 
τ    Efficacité fonctionnelle 
Thr   Thréonine  
TICP    H-Tyr-TicΨ[CH2-NH]Cha-Phe-OH 
TIPP    H-Tyr-Tic-Phe-Phe-OH  
UFP512   H-Dmt-Tic-NH-CH(CH2-COOH)-Bid 
α2AR    Récepteur α-adrénergique de type 2 
β2AR    Récepteur β-adrénergique de type 2 












 Mes premiers sentiments de reconnaissance vont à ma directrice de recherche, Dre 
Graciela Pineyro. Je la remercie de m'avoir encadré, orienté et soutenu tout au long des 
dernières années non seulement comme une directrice mais comme une mère pour moi. Sa très 
grande disponibilité, son aide et ses encouragements ont été toujours précieux et sans quoi, 
cette thèse aurait été impossible. Ça me fait plaisir, aujourd'hui, d'ajouter votre nom dans les 
premières lignes de la liste des personnes qui ont marqué ma vie. Je vous remercie de m'avoir 
donné la chance de faire la recherche dans votre laboratoire, d'avoir investi en moi et d'avoir 
contribué à la sculpture de mes accomplissements sur le plan académique et professionnel. 
Vous n’y étiez pas obligée et en plus, vous l'aviez fait avec amour et je vous en suis infiniment 
reconnaissant. 
 
 Je remercie ensuite mes parents Chafic et Mona qui ont toujours été là pour moi. Je ne 
saurais jamais capable de trouver des mots qui pourront exprimer mes sentiments envers vous. 
Je peux juste vous dire que je vous aime du plus profond de mon cœur. Vous avez sacrifié 
votre vie pour que vos enfants gagnent les leurs et si, j'écris ma thèse aujourd'hui, c'est à cause 
de vous que je suis capable de le faire. Finalement, je tiens à vous rappeler que je vous ai 
promis, le premier jour que j'ai quitté votre maison pour venir au Canada, que je ne lâcherai 
pas avant d'obtenir mon Ph.D et me voici, aujourd'hui, en train de tenir ma promesse. Je 
voulais vous remercier d'avoir fait de moi ce que je suis aujourd'hui, un adulte responsable.  
 
 Je tiens aussi à remercier mon oncle Omar et sa femme Hala qui m'ont épaulé et 
supporté durant toutes les années de mon séjour au Canada. Cher oncle, même si j'ai pas 
toujours écouté vos conseils, ils se sont toujours avérés très judicieux. Vos encouragements 
m’ont permis de progresser sans cesse. Vous avez eu un impact positif sur mon parcours 
académique et personnel et je vous en remercie infiniment. 
 
 Toute ma gratitude à mon frère Rami et ma sœur Lina qui m'ont soutenu 




jusqu'à nos jours. Un grand merci aussi à mes grands-parents, sachiez que votre soutien a été 
bien apprécié et m'a été d'une très grande aide. 
 
 Une vague de remerciements va à mes collègues de laboratoire avec qui j’ai eu plein de 
discussions animées, spécifiquement Iness Charfi, Hanieh Bagheri, Ouissame Mnie-Filali, 
Mohammad Amraei, Mélissa Richard-Lalonde, Derek Robertson et Nicolas Audet. Merci 
aussi à tous les autres membres du laboratoire que j'ai côtoyés, durant les cinq dernières 
années, pour votre amitié et votre camaraderie. Aussi, un grand merci à mes amis Redouane 
Allache, Mohab Aly, Khalil Rouibi, Adham Ismail, Fares Kharfallah, Hicham Ezzat, Yasser 
Shaban et Ahmed A. Aziz qui ont constitué, ensemble, ma famille à Montréal.      
 
 Finalement, je profite de cette page pour remercier les organismes subventionnaires qui 
m’ont accordé des bourses d’études, notamment la Fondation du CHU Sainte-Justine, la 
Fondation des étoiles et la Faculté des études supérieures et postdoctorales. Merci pour votre 
confiance et soyez assurés que vos gestes généreux ont stimulé ma motivation et m'ont permis 






1.1 Les circuits de la douleur 
 L'Association internationale pour l'étude de la douleur a défini la douleur comme étant 
''une expérience subjective sensorielle et émotionnelle désagréable associée à un dommage 
tissulaire présent ou potentiel, ou décrite en terme d'un tel dommage'' [1]. La douleur est 
capable de revêtir plusieurs formes, donc, peut être décrite et classifiée de différentes 
manières. D'un point de vue chronologique, on peut opposer la douleur aigue à la douleur 
chronique. La douleur aigue est une douleur immédiate, transitoire et qui généralement 
disparaît suite à un bref traitement. Indiquant la présence d'une lésion due à un traumatisme ou 
une affection. Cette dernière joue un rôle d’alarme et permet à l’organisme de se protéger 
contre un stimulus thermique, mécanique ou chimique. Cependant, une douleur est dite 
chronique lorsqu'elle s'avère rebelle aux traitements usuels pour une durée qui peut excéder 
trois mois tout en étant répétitive.  
 La douleur peut aussi être classifiée d'un point de vue neurophysiologique en trois 
grandes catégories: les douleurs par "excès de nociception", les douleurs neurogènes et les 
douleurs psychogènes. La douleur par excès de nociception (ou douleur nociceptive) est une 
douleur déclenchée par l’excitation de récepteurs périphériques capteurs de la douleur 
dénommés nocicepteurs. Ces derniers s'activent suite à une lésion d'un tissu périphérique 
provoquent ainsi la transmission d'un excès d'influx douloureux au cerveau via les nerfs 
périphériques, puis la moelle épinière. La douleur nociceptive peut engendrer tantôt des 
douleurs aigues et tantôt des douleurs chroniques et peut être ressentie comme constante, 
localisée et souvent pulsatile mais qui généralement disparait une fois la lésion tissulaire 
réparée. Contrairement à la douleur nociceptive, la douleur neuropathique (ou neurogène) est 
déclenchée suite à une lésion au niveau du système nerveux lui-même, que ce soit au niveau 
périphérique (à la suite de la section d'un nerf, d'une amputation, d'un zona, etc.) ou central 
(après un infarctus cérébral, un traumatisme médullaire, etc.). La douleur neurogène peut 
résulter d'un stimulus normalement non douloureux ou même peut être spontanée (se présenter 
en l'absence de tout stimulus) et généralement persiste longtemps après la guérison de la cause 




douleurs inclassables dans l'une des deux catégories précédentes. C'est une douleur, sans 
lésions apparentes, qui peut déclencher des syndromes douloureux habituellement difficiles à 
faire disparaître tant que leur origine n’est pas identifiée par le patient. Étant donné que les 
douleurs nociceptives sont de loin les plus fréquentes à l'échelle mondiale, la suite de la thèse 
s'intéressera à cette catégorie de douleurs. 
 Dans le passé, on pensait qu'une sensation douloureuse est envoyée directement au 
cerveau par un nerf unique. Avec le temps, on s'est aperçu que la science de la douleur révèle 
un processus beaucoup plus complexe. De nouveaux récepteurs et voies de signalisations sont 
étudiés tous les jours. De plus, on sait maintenant que entre le stimulus nociceptif et la douleur 
ressentie se succèdent quatre processus marqués par une série de réactions chimiques et 
électriques: la transduction, la transmission, la modulation et la perception [2] (Figure 1). En 
premier lieu, la transduction, qui correspond au processus cellulaire par lequel des stimuli 
chimiques, mécaniques ou thermiques sont transformés en impulsions électriques nécessaires 
pour transmettre l'information douloureuse [3]. Ensuite, la transmission, qui se définie par le 
transport de l'impulsion de la douleur à travers les fibres nociceptives de la périphérie vers le 
tronc cérébral et le thalamus via la moelle épinière et enfin du thalamus au cortex, où 
l'impulsion peut finalement être traitée [3]. Deux types de fibres nociceptives interviennent 
dans la transmission de l'information douloureuse à partir de la périphérie: les fibres A-delta et 
les fibres C. Les fibres A-delta de diamètre moyen, myélinisées et de conduction rapide 
transmettent la douleur primaire, c’est-à-dire la douleur aigue et bien localisée. Ces fibres sont 
moins grosses que les fibres Aβ, qui elles, communiquent spécifiquement la stimulation 
mécanique. Et finalement, les fibres C de petit diamètre et amyélinisées [4] qui conduisent 
lentement la douleur secondaire, moins bien localisée. La modulation, le troisième processus, 
fait plutôt référence à la modification de la transmission de l'impulsion douloureuse. Elle se 
produit à plusieurs endroits dans le système nerveux central [3] et implique deux voies 
principales: la voie ascendante (de la périphérie vers le cortex) et la voie descendante (du tronc 
cérébral vers la corne dorsale de la moelle épinière (Figure 1). Dans ces voies, plusieurs 
mécanismes, impliquant principalement la libération d'opioïdes endogènes, la sérotonine (5-
HT) et de la noradrénaline jouent un rôle primordial. Une fois libérés, les opioïdes endogènes 




de signalisations menant à l'inhibition de la transmission des stimuli douloureux et produisant 
ainsi de l'analgésie [5]. L’ouvrage présenté ici portera sur l'interaction entre les récepteurs 
opioïdes (RO) et leurs partenaires de signalisations ainsi que la régulation de ces derniers 
lorsque le récepteur devient activé par les ligands opioïdes. 
 
Figure 1. Physiologie des voies de la douleur.    
 
À l'étape finale, la perception de la douleur qui se définie par l'expérience subjective de la 
douleur [3]. L'interprétation personnelle du stimulus nociceptif est influencée par des facteurs 
comportementaux [6], la situation émotionnelle de l'individu et fait référence à la sommation 
de ses expériences passées. 
 
1.2 Les récepteurs opioïdes et leurs partenaires de signalisation 
 Étant des dérivés naturels ou synthétiques de l’opium, les opiacés produisent leurs 
effets analgésiques en ciblant spécifiquement les RO qui stimulent à leur tour les protéines G 
hétérotrimériques (Gαβγ). Ces dernières interviennent dans la transduction du signal. En 




stimulant différents effecteurs pour produire un signal cellulaire qui résulte en une réponse 
analgésique. 
 
1.2.1 Les récepteurs opioïdes  
 Les analgésiques opioïdes sont les composés les plus puissants, utilisés depuis des 
siècles, pour soulager les douleurs sévères. Ces substances agissent spécifiquement sur des 
protéines membranaires, appelées récepteurs opioïdes, découverts au début des années 1970. 
On connaît au moins quatre types de RO, désignés respectivement par des lettres grecques "δ", 
"µ" et "κ" pour le récepteur opioïde delta (DOR), mu (MOR) et kappa (KOR) respectivement 
ainsi qu'un quatrième membre correspondant au récepteur à la nociceptine (ORL-1). Les RO 
appartiennent à la famille des récepteurs à 7 domaines transmembranaires (7TM) couplés aux 
protéines G hétérotrimériques de type Gαi/o (Figure 2).  
 
    
 
Figure 2. Organisation spatiale putative du récepteur DOR avec les sous-unités Gαiβ1γ2. La représentation a 
été construite en utilisant la structure cristalline publiée du récepteur β2-adrénergique en complexe avec 
l’hétérotrimère Gαsβ1γ2 (PDB: 3sn6) [7] comme modèle. Dans cette dernière, la topographie du récepteur 
adrénergique a été superposée par alignement structural puis remplacée avec celle correspondant au récepteur 
DOR (PDB: 4EJ4) [8] en utilisant le logiciel Chimera (www.cgl.ucsf.edu/chimera/). De manière similaire, la 
topographie de la sous-unité Gαi (PDB: 1GP2) [9] est venue remplacer celle de la sous-unité Gαs. À l’étape 







 Ayant une forte homologie au niveau des séquences primaires, les différences les plus 
marquées entre les récepteurs se trouvent au niveau de leurs sites de liaison aux ligands 
opioïdes [8]. Ces différences peuvent cependant être clairement expliquées en étudiant 
l’architecture structurale et la composition des poches de liaison en acides aminées. Les études 
montrent que les poches de liaison des RO peuvent être divisées en deux régions distinctes: 
une partie inférieure hautement conservée parmi les RO et une partie supérieure divergente qui 
confère la sélectivité différentielle pour chaque sous-type de récepteur (Figure 3) [8]. Ces 
poches de liaison sont localisées au niveau des 7TM et se trouvent largement ouvertes et 
fortement accessibles par le domaine extracellulaire [10] ce qui expliquerait ainsi 
l’extraordinaire rapidité d’action des ligands opioïdes [11]. Les récepteurs et leurs ligands 
correspondant constituent le système opioïde, qui étant un système neuromodulateur, contrôle 
une série de fonctions physiologiques, y compris la nociception, dû à la vaste distribution des 
RO dans le système nerveux central [12]. En effet, les agonistes des RO sont reconnus pour 
leurs effets dans la gestion des douleurs modérées à sévères, aigues et chroniques. 
 
 
Figure 3. Représentation de la partie supérieure divergente de la poche de liaison des RO. Représentation 
cristalline indiquant les résidus qui confèrent la sélectivité différentielle (cyan) du récepteur DOR (orange) lié au 
naltrindole (jaune). Modifié à partir de: (Granier S et al. 2012) [8]. 
 
 
 En dépit de l'efficacité analgésique établie pour les agonistes de MOR, DOR et KOR, 
l'activation de ces différents sous-types de récepteurs résulte en un ensemble distinct d'effets 




secondaires les plus courants en milieu clinique, on pourrait citer la dépression respiratoire, la 
constipation, les nausées, les vomissements, la sédation ainsi que le développement de la 
tolérance et de la dépendance [13-16]. Malgré que ces effets sont liés à de nombreux facteurs 
comme l’âge, la pathologie, les dysfonctions organiques et la voie d’administration [17], 
beaucoup de ces actions indésirables, en particulier la dépression respiratoire [18, 19], les 
effets secondaires gastro-intestinaux [18, 20, 21] et la dépendance physique [22, 23] sont 
moins graves ou même absentes avec les agonistes DOR. De plus, parmi les RO, seulement les 
agonistes DOR démontrent une activité dans la neurogenèse et la neuroprotection [24]. 
Néanmoins, malgré ces avantages, il faut avouer que les agonistes DOR produisent une 
réponse analgésique moindre que les agonistes MOR en aigue [25] et que leur potentiel pour 
la tolérance [26, 27] reste une limitation pour leur utilisation à long terme. De plus, les 
agonistes DOR [28-30], tout comme ceux de MOR [31] induisent une hyperexcitabilité de 
l'hippocampe qui, à son tour, peut entraîner des convulsions. Dans le cas spécifique des 
agonistes DOR, l'hyperexcitabilité est brève et non-létale. En outre, les convulsions sont rares 
aux doses analgésiques [32], ne paraissent pas avec tous les ligands [33, 34] et peuvent être 
supprimées en contrôlant la vitesse d'administration de l'agoniste [28]. Ainsi, dans l'ensemble, 
les effets secondaires des agonistes DOR sont moins importants que ceux de MOR, et leur 
efficacité prouvée dans la gestion de la douleur chronique font particulièrement de DOR une 
cible attirante pour le développement de meilleurs analgésiques [35]. Cette dernière notion est 
renforcée par le fait que les agonistes DOR démontrent une efficacité putative dans les 
maladies neurodégénératives comme la maladie d’Alzheimer [36, 37] et de Parkinson [38] 
ainsi que dans le traitement de troubles psychologiques comme la dépression [34, 39-41] et 
l’anxiété [37, 40]. Pour conclure, le DOR affiche un profil limité d’effets indésirables et 
constitue une cible intéressante pour le traitement de nombreuses pathologies. Voilà donc 






1.2.2 Ligands du récepteur DOR 
 Comme on vient de mentionner dans la section précédente, les agonistes DOR 
présentent un profil d'effets secondaires moindre que ceux présentés par les agonistes MOR. 
Cependant, certaines limitations, comme le développement d'une tolérance à l'effet 
analgésique, limite toujours leur utilisation chronique. Même si on n’en retrouve toujours pas 
en milieu clinique, plusieurs ligands DOR ont été développés et identifiés. Dans ce qui suit, on 
s'intéressera principalement à un groupe spécifique de ligands qui furent sélectionnés pour être 
utilisés dans nos études. Ces derniers peuvent être structuralement subdivisés en deux 
catégories, les ligands peptidiques : DPDPE, UFP-512, TIPP et TICP, et les ligands non 
peptidiques : SNC-80, morphine, naltrindole et naloxone.  
 Il faudrait noter que pour atteindre leurs sites d'action, l'introduction des médicaments 
dans le système nerveux central nécessite que ces derniers aient la capacité de franchir la 
barrière hémato-encéphalique. Cette barrière est considérablement efficace pour protéger le 
milieu cérébral ce qui explique que environ 98 % des médicaments concevables pour traiter le 
système nerveux central ne la franchissent pas [42]. Afin de pouvoir traverser la barrière 
hématoencéphalique, certains ligands peptidiques, comme le c[D-pénicillamine2,D-
pénicillamine5]enképhaline (DPDPE), un peptide synthétisé à partir de l’enképhaline, 
nécessitent un transporteur d'anion organique [43]. Par conséquent, les ligands non peptidiques 
sont privilégiés pour les études d'imagerie cérébrale et sont donc avantageux pour stimuler les 
récepteurs DOR du système nerveux central. Cependant, certains ligands peptidiques peuvent 
constituer une exception à cette règle. le ligand H-Dmt-Tic-NH-CH(CH2-COOH)-Bid (UFP-
512), par exemple, synthétisé à partir d’un pharmacophore antagoniste du DOR, le Dmt-Tic, 
contient un groupement CH2COOH qui lui permet de traverser la barrière hématoencéphalique 
[40].  
 Pendant longtemps l’évaluation de l’efficacité antalgique des ligands agissant sur le 
récepteur DOR a été retardée par l'absence d'agonistes sélectifs pour ce récepteur [44]. Le 
DPDPE et la deltorphine, par exemple, deux agonistes peptidiques les plus utilisés pour 
stimuler les récepteurs opioïdes en recherche, produisent leurs effets antalgiques in vivo en 
activant les récepteurs DOR et MOR [44]. De même, la morphine (molécule alcaloïde extraite 




de la morphine), déjà reconnus comme étant des ligands pour le récepteur MOR, agissent 
également sur le DOR. Le problème de manque de sélectivité a été résolu par la synthèse de 
ligands non peptidiques, sélectifs pour le récepteur DOR et stables in vivo comme le (+)-4-
[(alpha R)-alpha-((2S,5R)-4-allyl-2,5-dimethyl-1-piperazinyl)-3- methoxybenzyl]-N,N-
diethylbenzamide (SNC-80), le naltrindole et le TIPP. Le SNC-80, un agoniste complet du 
récepteur DOR, qui a montré être 495- et 248-fois plus sélectif pour le récepteur DOR que les 
récepteurs mu ou kappa respectivement [45], a aussi été trouvé être plus efficace que le 
DPDPE [46]. Alors que pour les antagonistes, une avancée majeure dans la recherche 
d'opiacés delta a été la découverte des antagonistes sélectifs du récepteur DOR, le 17-
cyclopropylmethyl- 6,7-dehydro-4,5a-epoxy-3,14-dihydroxy-6,7,20,30-indolomophinan 
(naltrindole) [47] ainsi que le tétrapeptide H-Tyr-Tic-Phe-Phe-OH (TIPP) [48, 49] et son 





Figure 4. Structure des ligands opioïdes sélectionnés pour être utilisés dans nos études. 




1.2.3 Les protéines G hétérotrimériques 
1.2.3.1 Diversité dans les sous-unités de la protéine G 
 Les protéines G intègrent une multitude de réponses cellulaires. Elles agissent comme 
médiateurs dans la signalisation de nombreux composés extracellulaires, allant de plusieurs 
neurotransmetteurs, hormones et autres facteurs de signalisation [56], chacun conduisant à une 
réponse biologique différente. Par conséquent, les protéines G doivent constamment faire face 
à une masse de signaux entrants, qui doivent être intégrés et distribués de manière appropriée. 
Pour pouvoir accueillir cette pléthore d'informations, les protéines G adoptent une 
méthodologie pour cibler spécifiquement les effecteurs visés par le signal extracellulaire et 
s'assurer que seule la réponse appropriée est déclenchée. Cette précision dans le traitement de 
l'information est obtenue grâce à la diversité et l'activité caractéristique de chacune des sous-
unités constituant les protéines G hétérotrimériques. Les protéines G sont constituées ainsi de 
trois sous-unités essentielles: Gα, Gβ, et Gγ [57] (Figure 2). Chez les humains, les gènes 
codant pour au moins seize sous-unités α, cinq sous-unités β et douze sous-unités γ ont été 
identifiés. Ces différentes isoformes de chaque sous-unité peuvent faire, ensemble, des 
centaines de combinaisons de protéines Gαβγ. Cette diversité dans les combinaisons ne fournit 
pas seulement aux protéines G une spécificité dans leur affinité de liaison avec le récepteur 
mais aussi, leur permet d'adopter une sélectivité dans la transmission de l'information aux 
différents effecteurs. De cette façon, la diversité dans les sous-unités de la protéine G permet à 
cette dernière de cibler les processus physiologiques spécifiques en réponse à des stimuli 
externes distincts.  
 
1.2.3.2 Libération de GDP 
 Les protéines G sont des protéines intracellulaires qui se lient à la surface interne de la 
membrane plasmique. À ce niveau, la concentration cytoplasmique du Guanosine triphosphate 
(GTP) est plusieurs fois supérieure à celle du Guanosine diphosphate (GDP). Aussi, la qualité 
chimique de la sous-unité Gα lui permet de se lier facilement à l'une des deux sous-unités de la 
guanine, le GDP ou GTP. Une fois activé, le récepteur change sa conformation permettant 




en échange de GTP. La protéine Gα adopte ainsi sa forme active (Gα-GTP). En comparant la 
structure cristalline de cette forme active (Figure 4A) [58, 59] avec l'hétérotrimère inactif 
Gαβγ (Figure 4B) [9, 60], les études révèlent le déroulement d'un réarrangement structural 




Figure 5. Réarrangement structural putatif observé au niveau des sous-unités de la protéine G suite à 
l’activation du récepteur DOR par un agoniste. La représentation a été construite en remplaçant la topographie 
du récepteur adrénergique par celle correspondant au récepteur DOR (tel qu’expliqué dans la légende de la Figure 
2). Dans la structure résultante, la topographie de la sous-unité Gαs(GTP) a été maintenue (B) ou remplacée (A) 
avec celle de Gαi(GDP) (PDB: 1GP2) [9]. Dans la forme active (B), l’agoniste (rose) a été lié au récepteur et 
l’extrémité C-terminale de Gα glissée entre les boucles intracellulaires 2 et 3 du récepteur. Suite à l’ajout de 
l’agoniste, un déplacement du domaine hélicoïdal de la sous-unité Gα peut être observé. En insert, sont 


























Ces changements affaiblissent l'affinité de Gα à Gβγ [61, 62] permettant ainsi, suivant le 
modèle généralement accepté, la dissociation de ces sous-unités et la formation de sous-unités 
libres, capables d'interagir avec l'effecteur (Figure 5). Plusieurs régions au niveau de la 
protéine G sont touchées par ces changements [61]. Ces régions impliquent le site d'interaction 
entre Gα et Gβγ qui joue un rôle crucial dans l'activation des protéines G. En effet, plusieurs 
mutations Alanine à l'interface sur Gβ empêchent l'échange de nucléotides malgré la formation 
normal de l'hétérotrimère Gαβγ [63]. 
 
    
 
Figure 6. Modèle généralement accepté du cycle d’activation des sous-unités de la protéine G. Lorsque lié 
au GDP, la sous-unité Gα s’associe au dimère Gβγ pour former l’hétérotrimère inatif Gα(GDP)βγ (A). Suite à 
l’activation du récepteur, la sous-unité Gα change sa conformation réduisant ainsi l’affinité de Gα pour le GDP, 
qui se trouve libéré dans le cytoplasme (B) et remplacé par un GTP (C). La liaison du GTP permet à la sous-unité 
Gα d’adopter sa forme active Gα(GTP) qui se dissocie du dimère Gβγ formant ainsi deux unités libres capables 
d’activer les effecteurs. La signalisation de la protéine G reste maintenue jusqu’à hydrolyse du GTP qui ramène 
Gα à sa conformation inactive et permet la réassociation des sous-unités de la protéine G pour former de nouveau 
hétérotrimère inatif Gα(GDP)βγ. Idée du schéma adoptée de [64].  
 
 
 La signalisation de la protéine G est contrôlée par la durée de liaison du GTP. 
Cependant, le niveau intrinsèque de l'hydrolyse du GTP par la sous-unité Gα est trop lent 
(quatre à huit conversions par seconde), ce qui signifie que les sous-unités libres possèdent 





















protéine G était l'activation de la GMPc phosphodiestérase retinale par Gαt et de l'adénylate 
cyclase (AC) par Gαs [65]. À cette époque, Gα été reconnue être la seule sous-unité impliquée 
dans la régulation des effecteurs. Le dimère Gβγ, par contre, été estimé intervenir dans l'arrêt 
de la signalisation médiée par Gα et dans l'amélioration de la liaison de cette dernière à la 
membrane plasmique, mais dans l'ensemble, sa fonction première était mal connue. La 
première preuve qui montrait que Gβγ pouvait réguler un effecteur est parue quelques années 
plus tard et a montré que Gβγ était responsable de la production d'un courant ionique (IKACh) 
dans les cellules auriculaires cardiaques [66].  
 
1.2.3.3 Structure des protéines G 
 En se basant principalement sur la similarité des séquences primaires, qui varient entre 
56%-95%, les sous-unités Gα sont généralement divisées en quatre catégories: Gαs, Gαi, Gαq 
et Gα12/13 [67, 68]. Les sous-unités Gα possèdent une structure conservée qui inclue la 
présence de deux domaines : un domaine GTPasique qui joue le rôle principal dans l'hydrolyse 
du GTP et fournit les surfaces de liaison pour le dimère Gβγ, les récepteurs couplés aux 
protéines G (RCPG) et les protéines effectrices [61, 64] ainsi qu’un domaine hélicoïdal 
(Figure 4). Ce dernier, étant le domaine le plus divergent entre les différentes catégories de 
Gα, permet de diriger la spécificité de liaison de la sous-unité Gα avec le récepteur et 
l'effecteur [69].  
La sous-unité Gγ ne fait pratiquement aucun contact avec elle-même, mais en fait l'ensemble 
de ses contacts avec la sous-unité Gβ. Cette dernière, possède une structure qui présente des 
unités en répétition. L'analyse des séquences répétitives de la sous-unité Gβ suggère que 
chacune acquiert une fonction spécialisée qui a été conservée, pour au moins, 1,2 milliard 
d'années [70]. La structure cristalline a permis d'identifier plusieurs de ces fonctions. Certaines 
unités, par exemple, sont spécialisées dans l'interaction avec Gγ alors que d'autres sont 
nécessaires pour interagir spécifiquement avec Gα. Finalement, d'autres séquences 
différentielles, qui donnent à chaque unité son caractère individuel, permettent l'interaction 
avec l'effecteur. 
 Dans les cellules vivantes, les sous-unités Gβ et Gγ s'associent pour former une unité 




plupart des sous-unités Gβ peuvent interagir avec la plupart des sous-unités Gγ, quelques 
exceptions peuvent toutefois être observées [71-73]. Par exemple, Gβ2 peut se combiner avec 
Gγ2 mais pas Gγ1 [74, 75]. 
La caractérisation de deux structures cristallines identifiées pour l'hétérotrimère de la protéine 
G, Gαt/i(GDP)β1γ1 et Gαi1(GDP)β1γ2, montrent la présence de deux sites d'interaction entre la 
sous-unité Gα et le dimère Gβγ [9, 60]. Cette surface d'interaction inclue une poche 
hydrophobe et une moindre contribution de l'hélice N-terminale de Gα (Figure 6). L’activation 
de la sous-unité Gα et la liaison du GTP fait disparaitre la poche hydrophobe et réduit 
l’affinité de Gα pour le dimère Gβγ [61, 62]. 
 Les cellules humaines expriment quatre à cinq isoformes différentes de sous-unités Gα 
[76]. De plus, on sait que plusieurs dimères Gβγ peuvent interagir avec une même isoforme de 
Gα. Ensemble, ces données suggèrent ainsi que l'expression différentielle et la localisation 
subcellulaire jouent un rôle primordial dans l'activation et la régulation des voies de 
signalisation médiées par les protéines G [77]. 
  
 
Figure 7. Représentation des sites d’interaction du dimère Gβ1γ2 sur la sous-unité Gαi1(GDP). La 
structure cristalline de l’hétérotrimère Gαi1(GDP)β1γ1 (PDB: 1GP2) indique la présence de deux sites 




(orange) [60]. Les sites d’interaction correspondent à la poche hydrophobe, constituée par les switch I (rouge) et 
le switch II (bleu), ainsi que le domaine N-terminal (magenta) de la sous-unité Gαi1(GDP).  
 
1.2.4 Les principaux effecteurs des RO 
 Lors de la transduction d’un signal, les effecteurs jouent un rôle primordial. Ces 
derniers traduisent le signal extracellulaire reçu par le récepteur membranaire puis transmit par 
la protéine G en un effet moléculaire et physiologique. Ces effecteurs peuvent être des canaux 
ioniques (ex: canaux à conductance potassique ou calcique), des pompes ioniques (qui permet 
le passage intracellulaire des ions contre leur gradient de concentration) ou même des 
enzymes, comme l'AC, la phospholipase C (PLC) et la GMP phosphodiestérase, qui catalysent 
la synthèse dans le cytoplasme d’un second messager. Dans ce qui suit, on s'intéressera aux 
trois principaux effecteurs des RO: les canaux calciques voltage dépendant (Cav), les canaux 
Kir3 et l'enzyme adénylate cyclase. 
 
1.2.4.1 Les canaux calciques voltage-dépendants 
 Au niveau moléculaire, la transmission de l’influx nociceptif dépend largement de 
diverses conductances ioniques [78] telles que les conductances potassiques, sodiques, mais 
également calciques. Dans les neurones, les canaux calciques voltage dépendants représentent 
une des voies majeurs d'entrée de calcium d'où leurs implications au contrôle de l’excitabilité 
cellulaire et aux processus moléculaires de la transmission synaptique [79]. Ces canaux ont, de 
ce fait, été considéré depuis longtemps comme une cible pharmacologique intéressante pour le 
traitement de la douleur. 
 Les canaux Cav jouent un rôle essentiel dans un large éventail de fonctions cellulaires, 
cela comprend la libération d'hormones et de neurotransmetteurs [80-84], la contraction 
musculaire, l'activation de certaines enzymes, l'expression des gènes et la différenciation 
cellulaire. Ces nombreux événements sont contrôlés d'une manière spatio-temporellement 
précise grâce, en partie, à la diversité fonctionnelle des canaux Cav médiée par des 
combinaisons distinctes de sous-unités formant chaque canal. De plus, les sous-unités du canal 




de coupure et de ligature induisant ainsi sa maturation), qui peut dépendre de l'âge et du tissu 
dans lequel les canaux sont exprimés [85-90] donnant ainsi naissance à une diversité 
fonctionnelle supplémentaire. 
Sur la base des propriétés électrophysiologiques, la famille des canaux Cav est subdivisée en 
deux grandes catégories: les canaux à « haut seuil d’activation » (HSA) activés par de fortes 
dépolarisations membranaires et les canaux à « bas seuil d’activation » (BSA) qui s'ouvrent en 
réponse à de plus petits changements dans le voltage membranaire. Les analyses moléculaires 
et biochimiques [91], nous indiquent que les canaux HSA sont des protéines 
hétéromultimériques composées d'un assemblage de sous-unités Cavα1, qui forment le pore du 
canal, et d'autres sous-unités auxiliaires Cavβ et Cavα2δ. Par contre, les canaux BSA sont 
constitués seulement de sous-unités Cavα1 [92].  
 Les sous-unités Cavα1 affichent une topologie transmembranaire commune. Ces 
dernières sont formées de quatre grands domaines transmembranaires (domaine I à domaine 
IV), chacun contenant six hélices transmembranaires (appelés S1-S6) dont le segment S4, de 
charge positive, qui contrôle l'activité voltage-dépendante du canal (Figure 7) [93]. Le canal 
contient aussi un motif P sur les boucles S5-S6 contenant des résidus hautement conservés 
d'acides aminés chargés négativement qui contribuent à la formation d'un pore hautement 
sélectif aux cations. Ce pore permet ainsi l'entrée du calcium [94, 95], mais aussi d'autres 
cations comme le potassium, [96], sodium [96], baryum [97] et le cadmium [98]. Bien que les 
canaux Cav présentent la particularité commune de permettre l’entrée de certain cations dans 
la cellule, chacun de ces canaux présentent des propriétés biophysiques et pharmacologiques 
propres et possède, par sa spécificité tissulaire, une importance spécifique dans le mécanisme 
de transmission de l’information nociceptive. La sous-unité Cavα1 est le facteur essentiel pour 
déterminer le sous-type de canal calcique et pour cette raison, trois grandes familles de sous-








Figure 8. Représentation de la sous unité α d’un canal Cav2 et des sites d’interaction du dimère Gβγ sur 
cette dernière.  
 
 D’un point de vue fonctionnel, plusieurs RCPG comme les récepteurs de l'acide γ-
aminobutyrique (GABA) [99], sérotonine [100], adrénaline [101], opioïde [102], 
prostaglandine [103] et de la somatostatine [104, 105] régulent l'activité des canaux Cav par 
différents mécanismes. Ces derniers incluent l'intervention de la protéine G (action directe) ou 
de la protéine kinase A (PKA), protéine kinase C (PKC) ou la tyrosine kinase Src (action 
indirecte) [106-108]. Ce dernier mode de régulation est commun à tous les Cav, cependant, 
seuls les canaux de la famille Cav2 sont modulés par les protéines G. L'inhibition des canaux 
calciques par les RCPG a été décrit il y a 35 ans dans deux articles fondamentaux de Dunlap et 
Fischbach (1978, 1981) [109, 110]. Ces auteurs ont montré l'implication des récepteurs 
GABAB, sérotoninergiques, ou adrénergiques dans la réduction de la durée du potentiel 
d'action et l'amplitude du courant calcique dans les neurones du ganglion de la racine dorsale 
(DRG) chez le poussin. La diversité et la complexité de la signalisation des RCPG prédit que 
plusieurs voies distinctes pourraient influencer le fonctionnement des canaux calciques. Une 





























de ces voies, peut-être la plus importante, mais certainement la plus étudiée est l'inhibition 
induite par la liaison directe de la sous-unité Gβγ sur la sous-unité Cavα1 des canaux Cav2. 
Au niveau présynaptique, l'activation des récepteurs MOR amène à l’inhibition des courants 
calciques, notamment ceux des canaux Cav [111] et ceci grâce à la fixation du dimère Gβγ sur 
le canal [106, 112]. Les données actuelles suggèrent que la liaison de Gβγ à Cav2 a été 
circonscrite au niveau des terminaisons N- et C- terminales [107] et la boucle intracellulaire 
connectant les domaines I et II de la sous unité Cavα1 du canal [106, 112-114] (Figure 7). 
Cette dernière région contient la séquence QXXER, retrouvée également au niveau des canaux 
Kir et de l’AC [115]. 
Quelques études ont montré également que la nature des sous-unités à l'intérieur de 
l'hétérodimère Gβγ pourrait avoir de l'influence sur le degré d'inhibition des canaux Cav2, 
avec Gβ1 et Gβ2 étant plus efficaces que les autres sous-unités Gβ à inhiber les canaux 
calciques [116] et Gγ2 provoquant une plus grande inhibition que Gγ1, Gγ3 ou Gγ13 [117, 118]. 
L'effet inhibiteur exercé par Gβγ peut être réduit suite à la phosphorylation du canal au niveau 
de son résidu Thr422, localisé au niveau de la boucle intracellulaire I-II, par la protéine kinase 
C (PKC) [106, 119]. Encore dans ce cas, la nature des sous-unités de l'hétérodimère Gβγ 
pourrait influencer l'effet exercé par la PKC, avec seulement une réduction de l'inhibition 
médiée par Gβ1 [120]. Enfin, une étude récente a révélé que la mutation S218L au niveau de la 
boucle intracellulaire connectant les domaines transmembranaires S4-S5 de la sous-unité α1 
du canal Cav2, que l'on retrouve chez les patients avec migraine hémiplégique familiale 
(MHF), facilite la récupération de l'inhibition des canaux médiée par Gβγ, peut-être en 
facilitant la dissociation entre ce dimère et le canal [121]. Deux autres mutations MHF 
(R192Q, Y1245C) ont également montré leurs effets pour diminuer l'inhibition médiée par 
Gβγ [122, 123].  
 
1.2.4.2 Les canaux potassiques à rectification entrante de la famille Kir3 
 Les canaux Kir3 sont des éléments importants dans le contrôle de l'excitabilité 
cellulaire. Exprimés dans la plupart des régions du cerveau et dans le cœur, ils fonctionnent 




cette grande distribution, ils agissent en tant que médiateurs d'une large gamme d'hormones et 
de neurotransmetteurs. 
Cinq sous-unités du canal Kir3 ont été identifiées jusqu'à présent. Les mammifères en 
expriment quatre (Kir3.1 à Kir3.4) alors que la cinquième sous-unité est d’origine aviaire 
[124]. Ces différentes sous-unités se rassemblent en groupe de 4 pour former un canal Kir 
fonctionnel (tétramère) (Figure 8). La longueur des sous-unités varie entre 393 (Kir3.3) et 501 
(Kir3.1) acides aminés [124]. Parmi ces derniers, plusieurs séquences ont été identifiées 
comme responsables du transport intracellulaire de chacune des sous-unités Kir3. En bref, des 
analyses de suppression de certaines séquences de la sous-unité Kir3.2 montrent la présence 
un signal d’exportation du réticulum endoplasmique (RE) au niveau des domaines N- et C-
terminaux permettant ainsi au canal de se rendre à la membrane [125]. Ce signal d’exportation 
du RE est absent dans les sous-unités Kir3.1 et Kir3.3, ce qui explique l’abondance des formes 
hétérotétramériques présentes au niveau de la membrane cellulaire.  
 Bien que les quatre sous-unités du canal Kir3 (Kir3.1-Kir3.4) sont exprimés dans le 
système nerveux périphérique [126] et central [127-129], des études ont démontré que 
l’hétérotétramère prédominant dans le cerveau est celui formé de Kir3.1/Kir3.2 [130]. Ce 
dernier se retrouve en colocalisation avec les récepteurs MOR au niveau de la membrane 
postsynaptique des cellules excitatrices [131]. Cela explique pourquoi l’hétérotétramère 
Kir3.1/Kir3.2 a été choisi pour notre étude. 
 
 









Les canaux Kir sont activés par des récepteurs couplés aux protéines Gαi/o [124, 132]. 
Également, il a été démontré que le dimère constitué de sous-unités Gβ1 et Gγ2 peut activer les 
canaux Kir3.1 en hétérodimère avec Kir3.2 ou Kir3.4 [133]. Cependant, un autre dimère 
contenant les sous-unités Gβ5 et Gγ2 inhibe le courant de ces mêmes canaux [134]. C’est pour 
cette raison que les sous-unités Gαo, Gβ1 et Gγ2 ont été choisies pour former la protéine 
hétérotrimérique dans notre étude. 
Encore, le canal Kir3 est considéré comme un des effecteurs des récepteurs DOR [135]. Une 
fois activé par la liaison du dimère Gβγ, ce canal contribue à l’hyperpolarisation de la 
membrane empêchant ainsi la transmission de l’information douloureuse d’où l’effet 
analgésique des opiacés (Figure 9). La contribution du canal Kir3 au mécanisme d'analgésie 
des agonistes opioïdes a été initialement suggérée par le fait que les souris, portant une 
mutation qui rend les sous-unités Kir3.2 insensibles à l'activation des protéines G [136, 137], 
affichent des réponses analgésiques réduites à la morphine [138, 139]. Ces observations ont 
ensuite été confirmées en utilisant des souris KO (Knock-out) du gène codant pour les 
différentes sous-unités du canal Kir3 [131, 140]. Des études similaires ont permis d'impliquer 
également Kir3.1 [141] et Kir3.3 [142] dans la modulation de la transmission de l'information 
douloureuse. De même, une réduction dans les réponses à l'administration intrathécale de 
morphine a été observée chez les souris génétiquement modifiées dépourvues de sous-unités 
Kir3.1 ou Ki3.2 [131, 141], indiquant ainsi l'implication de ces deux sous-unités dans les 
mécanismes spinaux de l'analgésie aux opioïdes. Cette interprétation est étayée par des 
rapports qui montrent l'expression des sous-unités Kir3.1 et Kir3.2 au niveau des interneurones 
de la lamina II de la moelle épinière et leurs colocalisations avec les récepteurs MOR [143]. 
Des études fonctionnelles ont également indiqué qu'une régulation négative des sous-unités 
Kir3.1 ou Kir3.2 ou même une infusion intrathécale de bloqueurs des canaux Kir3 (tertiapin-
Q) interfèrent avec la réponse analgésique des agonistes MOR et DOR administrés par cette 







Figure 10. Voie de signalisation des canaux Kir3 au niveau de la fente synaptique. Lorsque émis dans la 
fente synaptique, des neurotransmetteurs tels que les opioïdes endogènes (rose) activent les RO (jaune doré) du 
neurone post-synaptique, qui activent à leur tour les canaux Kir3 (bleu). L’activation des canaux Kir3 produit une 
hyperpolarisation au niveau de la membrane post-synaptique réduisant ainsi la transmission de l’influx nociceptif. 
Idée du schéma adoptée de [144].   
 
 
En dehors du cerveau et de la moelle épinière, les RO sont également présents dans les 
neurones sensoriels du DRG [145-148] et dans les terminaisons périphériques où ils 
interviennent dans les effets analgésiques des opioïdes injectés en périphérie [149-151]. Tout 
de même, l'expression des sous-unités Kir3.1 et Kir3.2 a été détectée dans les DRG humains et 
dans les nocicepteurs de rat, mais pas chez la souris [126, 152]. Cette répartition vient en 
parallèle à des différences dans la sensibilité de ces espèces à l'administration périphérique 
d'opioïdes suggérant que lorsqu’exprimées, les sous-unités Kir3 du DRG participent 
activement à l'analgésie des opioïdes. En effet, une injection intraplantaire d'agonistes MOR 




modèles de rats inflammatoires ou neuropathiques [150, 152-154] ainsi que la douleur 
postopératoire et arthritique chez les humains [151, 155]. En outre, la contribution active des 
canaux Kir3.2 à l'analgésie opioïde périphérique a été établie expérimentalement en utilisant 
des souris transgéniques génétiquement modifiées pour exprimer ces sous-unités dans les 
neurones sensoriels. Contrairement à leurs homologues de type sauvage, ces souris montrent 
une réponse analgésique à l'application plantaire de DAMGO, un agoniste du récepteur MOR 
[152]. 
 
1.2.4.3 L'adénylate cyclase 
 Lors de la stimulation extracellulaire, l'adénylate cyclase est l'enzyme qui catalyse la 
conversion de l'adénosine triphosphate (ATP) en adénosine monophosphate cyclique (AMPc), 
un second messager intracellulaire clé dans de nombreux processus physiologiques. Depuis le 
travail de pionnier réalisé par Sutherland [156], il a été connu que la signalisation de l'AC joue 
un rôle crucial dans les fonctions biologiques normales, par exemple, la respiration [157], 
l'organisation du cytosquelette [158], la lipolyse [159] ainsi que son implication dans les 
troubles neurodégénératifs [160], la tumorigenèse [161] et les maladies cardiaques [162, 163]. 
L'importance de l'AC dans la transduction du signal du système nerveux central a été mis en 
évidence par deux propriétés particulières de l'enzyme. En premier lieu, il faut souligner que la 
majorité de la famille des AC peut être modulée par des récepteurs d'un grand nombre de 
neurotransmetteurs et de neuromodulateurs indispensables pour le système nerveux central. 
Cela comprend les récepteurs de neurotransmetteurs classiques comme la dopamine, 
sérotonine et l'adrénaline indiquant ainsi que l'AC est une molécule cruciale dans la médiation 
d'une large gamme de réponses physiologiques. La deuxième propriété essentielle est la 
diversité des AC permettant aux membres de cette superfamille de fonctionner dans 
différentes voies de transduction du signal. Toutes les isoformes membranaires de l'AC ont été 
détectées dans le système nerveux central des mammifères [164-168]. Cependant, le profil 
d'expression de chaque isoforme est un indicateur important qui peut suggérer que l'isoforme 
identifiée est peut-être couplée à des voies de signalisation spécifiques pour la région du 




du striatum exprimant des récepteurs dopaminergiques D1, et par conséquent, a été impliquée 
dans la détection de la fonction dopaminergique [165]. 
 La structure caractéristique de l'AC consiste en deux régions hydrophobes (M1 et M2) 
contenant chacune six hélices transmembranaires et deux domaines cytoplasmiques (C1 et 
C2), subdivisés en C1a, C1b et C2a, C2b respectivement (Figure 10). L'unité catalytique de 
base de l'AC membranaire comprend les domaines C1a et C2a [169-171]. La structure de cette 
unité, révélée par des études aux rayons X [172], est hautement conservée parmi les 
différentes isoformes de l'AC. D'ailleurs, des progrès récents vers la compréhension des 
domaines fonctionnels de l'enzyme cyclase ont été examinés [173-175]. Ces derniers montrent 
que les domaines fonctionnels interagissent, en majorité, avec les sous-unités de la protéine G 
[175] permettant ainsi la régulation de l'AC. Toutes les isoformes isolées à ce jour catalysent 
la synthèse d'AMPc suite à leur activation par la sous-unité Gαs. Néanmoins, Gαs stimule 
chaque isoforme d'AC d'une manière fondamentalement distincte [176]. De même, chaque 
isoforme présente une sensibilité différente à l'effet inhibiteur exercé par la sous-unité Gαi 
[177]. Différentes isoformes y compris l'ACI, ACV et ACVI sont efficacement inhibées par 
Gαi alors que d'autres, l'ACII par exemple, est insensible à l'influence exercée par cette sous-
unité [177-179]. Le dimère Gβγ, à son tour, active les isoformes ACII, ACIV, ACVII, mais 





Figure 11. Représentation schématique de l’adénylate cyclase en interaction avec l’hétérotrimère Gαβγ.  
 
 
De façon surprenante, l'AC peut servir physiologiquement comme un régulateur dans la 
signalisation des protéines G. Deux régions hautement conservées dans le domaine C2 de 
l'ACV ont été reconnues pour améliorer efficacement l'activité GTPasique de la sous-unité Gαs 
et faciliter l'échange GTP/GDP médié par les RCPG [181]. L'AC accélère ainsi l'apparition et 
la terminaison du signal généré par les récepteurs couplés à Gαs. Une telle propriété est d'une 
importance particulière dans le système nerveux central où les signaux provenant de différents 
récepteurs actifs ont besoin d'être traités rapidement. Finalement, il faudrait signaler que 
durant la dernière décennie, une série d'expériences indépendantes ont démontré que les 
différentes isoformes d'AC pourraient aussi être modulées par des signaux indépendants de la 
protéine G, tels que la protéine kinase C, protéine kinase A, la CaM Kinase (kinase 
dépendante de la calmoduline) et même la protéine phosphatase 2A. 
 La tolérance à l'analgésie est un des principaux effets secondaires observés en clinique 
suite à l'administration des opioïdes. Cependant, une étroite corrélation lie ce phénomène à la 
voie de signalisation de l’AC. Cette dernière a été connue depuis longtemps pour être 
impliquée dans le développement des états de tolérance et de dépendance [182] aux opioïdes. 





opioïdes, provoque une diminution de l'activité des AC par l'intermédiaire de la voie Gαi [183-
186]. Par contre, suite à une exposition prolongée à la morphine, l’effet inhibiteur diminue et 
d'autres effets excitateurs émergent. Chez les souris traitées d'une manière chronique avec la 
morphine, une augmentation de l'activité de l'AC a été détectée dans le cortex cérébral [187, 
188], le striatum [189, 190], le locus coeruleus (LC) mais pas dans le cervelet, qui se trouve 
dépourvu de RO [191] indiquant ainsi une étroite corrélation entre l'activité de l'AC et la 
signalisation opioïde. Ce nouvel état provoque des signes comportementaux et physiques 
derrière lesquels se trouve un ensemble complexe de phénomènes biochimiques. Une étude 
parue en 2005 [192] montre que les principaux effets secondaires de la morphine, y compris la 
tolérance, l’activité locomotrice, la récompense et la dépendance physique sont atténués chez 
les souris n’exprimant pas l’adénylate cyclase de type 5 (AC5), une forme d'AC hautement 
enrichie dans le striatum. Cette même étude prouve aussi que les effets comportementaux des 
agonistes sélectifs de MOR et DOR sont perdus dans les souris KO de l'AC5. Ensemble, ces 
résultats établissent l’AC5 comme une composante importante dans les mécanismes de 
transduction du signal des RO in vivo.  
Outres que les mécanismes impliquant les RO, plusieurs phénomènes se trouvent en 
corrélation avec les effets secondaires observés suite à l'activation prolongée de l'AC. Ces 
derniers incluent une augmentation de la synthèse de différentes isoformes d’AC qui se 
trouvent stimulées par Gβγ au lieu d’être inhibés par Gαi [193]. De même, une augmentation 
de la phosphorylation de certaines isoformes d'AC, comme l'AC II et AC VII, par la PKC 
serait aussi responsable d'augmenter leurs stimulations par Gαs et Gβγ [194]. 
 
1.3 Complexes multi-protéiques 
Dans les sections précédentes, on a identifié la majorité des protéines d'intérêt de notre 
étude. Cependant, on n’a toujours pas mentionné la manière qu’utilisent ces protéines pour 
communiquer entre elles. En fait, décrire avec précision les différentes étapes d'une 
communication récepteur-effecteur, n'est pas aussi évident et par suite, une question 
essentielle se pose: Comment le récepteur stimulé arrive à reconnaître et activer 




Autrement dit, est-ce que le récepteur et son effecteur interagissent physiquement entre eux 
sous forme d'un complexe signalétique ou bien communiquent entre eux par simple interaction 
aléatoire ? Durant les dernières années, de nombreuses études se sont intéressées à caractériser 
les complexes multi-protéiques et à identifier leurs rôles dans les voies de transduction du 
signal. Ces études montrent, un jour après l'autre que les complexes multi-protéiques sont la 
pierre angulaire de nombreuses activités physiologiques. Dans ce qui suit, nous allons 
présenter plusieurs types d'interactions qui s'avèrent essentielles pour transmettre l'information 
d'un récepteur à son effecteur. 
 
1.3.1 Relation récepteur - protéine G 
 L'interaction entre le récepteur et sa protéines G est un événement précoce dans la 
transduction du signal qui est largement reconnu pour se produire à la suite de l'activation du 
récepteur par son agoniste. Cette interaction peut être extrêmement rapide, réversible et peut 
également adopter une stœchiométrie spécifique pour chaque type de récepteur. Dans le cas 
bien étudié de la liaison du récepteur visuel rhodopsine à sa protéine G (Gt ou transducine), un 
récepteur activée peut induire l'activation de plusieurs milliers de protéines Gt par seconde 
[195, 196]. Bien que des évidences ont montré que la rhodopsine est capable de former 
différents oligomères, l'activation maximale a été signalée pour les complexe contenants un 
rapport de 1:1 de rhodopsine/Gt [196]. Cette grande capacité d'activation que possède la 
rhodopsine ne peut être généralisée, car d'autres RCPG comme le récepteur adénosine A2A, 
n'est capable d'activer que seulement quelques sous-unités Gαs [197]. 
 Plusieurs sites d'interaction entre le récepteur et la protéine G ont été identifiés, encore 
une fois, avec plus de détails pour l'interaction rhodopsine/Gt. Les données ont montré que 
suite à l'activation du récepteur rhodopsine, une ouverture apparait du côté cytoplasmique des 
régions hélicoïdaux suite au mouvement de l'hélice transmembranaires 6 [198] et que la queue 
C-terminale de la transducine s’introduit dans cette cavité [199-201]. De plus, des données 
montrent la contribution de l'extrémité N-terminale ainsi que les boucles α3-β5 et α4-β6 [202-




 Concernant la dynamique de l'interaction récepteur/protéine G, le modèle généralement 
accepté, déduit à partir des études in vitro, suppose que les récepteurs et les protéines G sont 
tous deux mobiles et que cela conduit à des collisions entre eux. En effet, ce modèle propose 
que l'activation de la protéine hétérotrimérique Gαβγ se réalise suite à son recrutement puis sa 
collision avec un récepteur actif (occupé par un agoniste) [205-207]. Cependant, ce modèle 
classique à base de collision a récemment été contestée par plusieurs études [208-212]. Ces 
dernières supposent que les récepteurs et les protéines G sont "précouplés" [213-216] en des 
complexes protéiques constitutifs et suggèrent que l'activation d'un récepteur conduit à 
l'activation immédiate de sa protéine G. Aussi, il faudrait signaler que le modèle classique 
suggère qu'un récepteur est capable d'activer de nombreuses protéines G alors que dans le 
modèle de précouplage, le nombre de protéines G accessibles à un seul récepteur est très 
limité. 
 Bien que des modèles d'activation de la protéines G par le récepteur ont été proposés, 
l'absence d'informations sur le caractère statique des changements dynamiques qui se 
produisent suite à l'activation du récepteur limite notre compréhension sur la transmission de 
l'information d'un récepteur à sa protéine G dans les cellules vivantes. Bien que plusieurs 
études ont été capables de caractériser les interactions établies entre les composants de la 
machinerie de signalisation des RCPG, aucune n'était essentiellement capable de visualiser ces 
interactions protéiques. Deux lignes récentes de technologies et de données ont contribué à 
identifier la trajectoire de déplacement des protéines en interaction. La première se réalise en 
temps réelle et dans des cellules vivantes et utilise le transfert d'énergie entre deux protéines 
pour évaluer la proximité entre elles. Alors que la deuxième, s'intéresse à l'élucidation des 
structures cristallines non seulement de la forme inactive et active de plusieurs RCPG, mais 
plus récemment, de l'interaction de ces derniers avec leurs protéines G en aval [201, 217-221]. 
Durant les dernières années, les techniques de transfert de la bioluminescence et fluorescence 
par résonance énergétique (BRET et FRET) (Figure 11) ont été présentées afin de caractériser 
les interactions protéine-protéine (ou donneur-accepteur). Plusieurs études se sont intéressées 
à identifier les interactions établies par les RCPG avec leurs partenaires de signalisation [222] 
ainsi qu'étudier les changements conformationnels des récepteurs suite à leur activation [222-




entre le donneur et l'accepteur sont considérées, de nos jours, les meilleurs outils pour 
mesurer, en temps réel, les changements dynamiques d'une structure protéique. 
 
 
Figure 12. Principe de la technique de BRET. 
(A) Afin d’étudier l’interaction entre deux protéines, la protéine A est étiquetée par la luciférase (Luc) alors que 
la protéine B est étiquetée par une protéine fluorescente (GFP par exemple). La technique consiste à stimuler la 
luciférase par l’addition de son substrat. La luciférase ainsi activée catalyse l’oxydation du substrat et émet une 
énergie luminescente (B). Si la protéine B est proche de la protéine A (moins que 10 nm), l’énergie émise par la 
luciférase serait captée par la protéine fluorescente qui se trouve ainsi activée. Une fois activée, la protéine GFP 




En utilisant ces techniques, plusieurs études ont accordé une attention pour caractériser 
l'interaction récepteur-protéine G. Ces dernières ont montré que l'augmentation agoniste-
dépendante du signal FRET entre le récepteur et la protéine G a été maintenue aussi longtemps 
que l'agoniste était présent dans le milieu de culture [212, 225-227]. Cela était surprenant étant 
donné que le modèle classique à base de collision supposait que la protéine G se dissocie du 
récepteur une fois activée [228, 229]. Cela suggère qu'une fraction des récepteurs et des 
protéines G restent étroitement couplés pour produire le signal FRET observé, ou plus 
probable, que les complexes récepteur-protéine G étudiés (les récepteurs β2-adrénergiques 
(β2AR) et A2A de l'adénosine avec Gαs ainsi que les récepteurs α2A-adrénergiques (α2AAR) 
avec Gαi) maintiennent leurs intégrités même suite à l'activation du complexe par un agoniste. 
En d'autres termes, l'activation du récepteur conduit plutôt à une réorganisation structurale du 
complexe lui-même permettant à la protéine G de transmettre l'information conformationnelle 
à l'effecteur tout en restant en contact étroit avec le récepteur. Durant les dernières années, des 




techniques de transfert énergétique, d'identifier clairement la réorganisation stérique d'un 
complexe protéinique. Cela a été rendu possible en évaluant, par plusieurs angles de vision, les 
changements dans la distance séparant les deux protéines étudiées, suite à l’activation du 
récepteur. Une première étude de ce type a été parue en 2006 [226] durant laquelle les auteurs 
ont évalué l’interaction du récepteur β2AR, étiqueté par une protéine fluorescente, avec des 
protéines Gαi1 étiquetées par une protéine luminescente à des endroits différents. Cette étude a 
été suivie par deux études similaires démontrant la réorganisation structurale observée entre la 
sous-unité Gαi1 et le récepteur DOR [230] ou le récepteur α2AR [231]. 
 À part les techniques de transfert d'énergie, la résolution des structures cristallines a 
fourni une étape essentielle pour la compréhension des réarrangements structuraux impliqués 
dans l'activation de la protéine G [217, 232-234]. Les études biophysiques et biochimiques se 
sont intéressées, ces dernières années, sur le récepteur β2AR. Ces dernières ont montré que le 
récepteur β2AR consistait en une protéine flexible et dynamique avec les domaines TM5, TM6 
et la troisième boucle intracellulaire comme étant les régions les plus flexibles. Cette propriété 
dynamique que possédait le récepteur empêchait ainsi la formation de cristaux de bonne 
qualité. Cependant, pour contrecarré cette problématique, des approches qui consistaient à 
l'utilisation de la lysosyme (T4L) [233, 234], des fragments d'anticorps monoclonaux [217] 
ainsi que des nanoparticules [234] ont permis de faciliter la cristallisation de la forme inactive 
[217, 233] et récemment de la forme active du récepteur β2AR [234] avec les sous-unités de sa 
protéine G [7]. Les différences observées entre les états actifs et inactifs ont été relativement 
modestes, impliquant principalement des réarrangements structuraux qui jouent un rôle clé 
dans l'échange GDP/GTP [7, 58, 235]. L'importance d'un tel échange ainsi que son implication 
dans le processus de transduction du signal sera discuté dans la section suivante. 
 
1.3.2 Relation protéine G - effecteur 
 La transmission du signal dans une cellule débute par un changement de conformation 
du récepteur, ce qui entraîne l'activation de sa protéine G. Cette activation se manifeste par un 
échange du GDP lié pour un GTP au niveau de la sous-unité Gα (Figure 5). La liaison du GTP 
est l'étape cinétiquement limitante dans l'activation des protéines G. Cette dernière change la 




l'effecteur, à la fois au niveau de la sous-unité Gα et le dimère Gβγ, de se libérer. Ainsi, de 
nouvelles surfaces de contact se forment et permettent aux sous-unités de la protéine G de lier 
et activer (ou inhiber) les différents effecteurs en aval. La sous-unité Gαs active (et Gαi inhibe) 
l'adénylate cyclase [194], Gαt active la GMP phosphodiestérase [237, 238] alors que Gαq 
active la PLC [239] et module l'activité de certains canaux ioniques [240-243] conduisant 
finalement à la génération d'une panoplie de réponses physiologiques. 
La sous-unité Gα utilise l'énergie de liaison du GTP pour stabiliser la conformation qui permet 
sa liaison avec l'effecteur. Cette énergie est dissipée par l'hydrolyse du GTP, le signal est ainsi 
terminé. En conséquence, on pourrait dire que la longueur du signal d'activation de la protéine 
G est contrôlée par la durée de liaison du GTP à la sous-unité Gα. 
 Les sous-unités de la protéine G régulent une panoplie d'effecteurs. Pour une liste 
complète des effecteurs régulés par les différentes sous-unités de la protéine G, voir [244, 
245]. Cette régulation est parfois directe et implique des interactions physiques entre les 
partenaires signalétiques. Au cours des trois dernières décennies, de nombreuses études ont 
fourni des preuves de complexes protéiniques constitués par la protéine G et des effecteurs 
qu'ils régulent. Dans ce qui suit, on s'intéressera principalement aux interactions établies entre 
les sous-unités de la protéine G et les principaux effecteurs des RO. 
Une des premières études caractérisant les interactions entre la protéine G et les effecteurs des 
RO fut réalisée au début des années 1990 [246]. Dans cette dernière, une analyse approfondie 
de chimères Gαi2/Gαs a pu identifier trois régions, dans la sous-unité Gαs, nécessaires pour 
l'activation de l'AC. La première correspond à l'extrémité C-terminale de l'hélice α2. La 
deuxième, également identifiée par Itoh & Gilman [247], correspond à la boucle α3-β5. 
Finalement, la troisième région, également capable d'activer [248] et de relier l'extrémité C-
terminale de la GMP phosphodiestérase [249], correspond à la boucle α4-β6. 
Peu de temps après, certains auteurs ont eu l'idée de générer des protéines chimères à partir de 
sous-unités Gα qui interagissent spécifiquement avec différents effecteurs. Les résultats ont 
permis d'identifier des sites de liaison potentiels pour certains effecteurs en comparant la 
structure des régions de Gαi1 et Gαt dans leur état actif (lié à GTP) et leur état inactif (lié à 
GDP) [59, 250]. Finalement, Hepler et al. ont pu identifier l'extrémité N-terminale de Gα 




unité Gαq et la PLCβ [251]. Un résumé de toutes les régions de contact de Gα avec l'effecteur 
est représenté dans la Figure 12.  
 
Figure 13. Représentation des sites d’interaction de la sous-unité Gα avec l'effecteur. La structure cristalline 
de l’hétérotrimère Gαβγ (PDB: 1GP2) indique la présence de quatre sites d’interaction entre la sous-unité Gα et le 
récepteur. Ces dernières sont formées par le domaine N-terminal (magenta), l’hélice α2 (bleu), la boucle α3-β5 
(rouge) et la boucle α4-β6 (cyan) sur la sous-unité Gα (gris).  
 
 
L'interaction entre la sous-unité Gα et l'AC a aussi été vérifiée, dans des cellules vivantes, en 
utilisant la technique de BRET [133]. Dans cette étude, deux effecteurs différents, l'AC et le 
canal potassique Kir3.1 ont été étiquetés avec la Renilla Luciférase (Rluc) alors que les 
différentes sous-unités de la protéine G ont été étiquetées avec la protéine fluorescente verte 
(GFP). Les auteurs ont été capable de montrer que: 1) les effecteurs interagissent avec les 
sous-unités Gα et le dimère Gβγ, 2) l'interaction optimale observée entre l'ACII et Gα exige 
une interaction initiale avec le dimère Gβγ, 3) l'ajout de la sous-unité Gα est nécessaire pour 
rendre les complexes naissants fonctionnels avant leur transport à leurs sites d'action initial et 
finalement que 4) les sous-unités de Gαs sont capables de jouer un rôle dans la stabilisation des 
complexes signalétiques puisqu'une prévention de l'interaction avec Gα, réalisée en utilisant 




ensembles, ces données montrent que les sous-unités de la protéine G jouent un rôle clé dans 
la spécificité, l'assemblage, l'activation et la stabilité des complexes de signalisation. 
 Les canaux calciques voltage-dépendant sont également régulés par les protéines G. 
Ces dernières antagonisent les effets de la sous-unité β du canal. De plus, des indications 
montrent que les déterminants de la protéine G responsables de cette régulation résident dans 
l'hétérodimère Gβγ [116, 252]. Une étude réalisée dans des cellules vivantes, mais cette fois-ci 
en utilisant la technique de FRET, a montré la présence d'une interaction entre Gβγ et les 
canaux calciques voltage-dépendants de type P/Q [253]. En effet, les données FRET ont 
démontré que la sous-unité Gβ2 pouvait se relier au domaine C-terminal et la boucle 
intracellulaire entre les domaines I et II de la sous-unité α1 du canal (Cavα12.1) [253]. Les 
données ont montré aussi que Gβ2 était capable de modifier l'orientation entre les sous-unités 
Cavα1 et Cavβ, fournissant ainsi une indication possible concernent l'implication de la protéine 
G dans le mécanisme de régulation des canaux calciques de type P/Q. 
Dans le cas du dimère Gβγ, la situation est un peu plus complexe. Ce dernier a été 
longtemps considéré comme ayant un rôle mineur dans la signalisation cellulaire, c’est-à-dire 
qu’il ne devait servir qu’à maintenir inactif la sous-unité Gα. Aujourd'hui, la situation a 
changé et le dimère Gβγ est reconnu pour sa capacité à interagir et activer une très grande 
quantité d’effecteurs incluant l'AC [254], des PLC [255] ainsi que certains canaux ioniques 
comme les canaux calciques [252] et potassiques [256]. Une liste complète des sites de liaison 
des différentes sous-unités du canal potassique de la famille Kir3 sur les différentes sous-
unités de la protéine G est illustrée dans l'Annexe 2. 
 
1.3.3 Relation récepteur - effecteur 
 Comme expliqué dans les sections précédentes, des études ont montré que les protéines 
G forment des complexes avec les récepteurs à 7TM, alors que d'autres, ont montré que les 
protéines G forment des complexes avec certains effecteurs [257, 258]. De telles évidences 
soulèvent la possibilité que de gros complexes contenant à la fois les trois composants 
essentiels de signalisation: le récepteur, la protéine G et l'effecteur pourraient exister. Si tel est 




effecteurs serait aussi grande pour être détectée in vivo par des expériences de transfert 
d'énergie de résonance (RET). 
La première démonstration in vivo d'un complexe contenant à la fois un récepteurs à 7TM et 
son effecteur provenait d'une étude BRET [259] durant laquelle les canaux Kir3 ou l'AC ont 
été étiquetés avec Rluc alors que le récepteur β2AR a été étiqueté avec la GFP. Dans cette 
dernière, les données BRET générées ont montré la présence d'une proximité stérique entre le 
récepteur β2AR et chacun de ces deux effecteurs. De plus, les signaux BRET obtenus furent 
inchangés même suite à l'ajout de l'agoniste isoprotérénol ce qui suggère que l'interaction 
récepteur/effecteur persiste pendant la transduction du signal. Finalement, des méthodes 
biochimiques comme la co-immunoprecipitation (co-ip) et le GST pull-down ont été utilisées 
pour vérifier les résultats de BRET obtenus et ont montré la présence d'une interaction 
physique entre les protéines d'intérêt. 
Toutes ensembles, ces données ont montré que les canaux Kir3 ou l'AC s'associent d'une 
manière constitutive au récepteur β2AR et que les complexes étaient capables de maintenir 
leur intégrité même suite à l'activation du récepteur. Suite à cette étude, une série d'autres 
études, utilisant le BRET et/ou des techniques biochimiques, ont pu identifier la présence de 
différents complexes récepteur-effecteur [260-263].  
 À ce jour, la liste des complexes récepteur-effecteur identifiés est rendu longue. 
Cependant, parmi toutes les études réalisées, très peu sont celles qui se sont intéressées à 
caractériser l'assemblage des effecteurs naissants avec le récepteur ou à identifier si cet 
assemblage se produit avant ou suite à l'adressage des protéines à la membrane plasmique. 
Plusieurs publications provenant d'un même laboratoire se sont penchées sur ces questions. 
Une première observation a montré qu'un blocage au niveau du transport des protéines du RE 
vers les membranes du Golgi avec la brefeldine A n'empêche pas l'association du récepteur 
dopaminergique de type 4 avec les canaux Kir3 [259]. Cette observation suggère ainsi que le 
canal Kir3 interagit avec ses partenaires de signalisation avant son apparition à la membrane 
plasmique. De même, d'autres études ont permis l'identification d'un complexe entre le 
récepteur β2AR et le canal Kir3 [263] ou l'ACII [260] durant le transport des protéines vers la 
membrane plasmique. 
Récemment, une étude a permis de montrer non seulement la formation d'un complexe entre 




aussi, d'indiquer l'implication de ces mêmes canaux dans la modulation de la 
neurotransmission glutamatergique dans le cervelet. Ces données indiquent clairement que les 
complexes récepteur-effecteur peuvent être fonctionnels et occuper des rôles d'intérêt dans les 
fonctions biologiques. 
Une fois en complexe, certains récepteurs et effecteurs se comportent comme une seule 
unité signalétique. Il a été récemment rapporté, dans des systèmes d'expression et dans les 
neurones DRG, que les récepteurs ORL1, structurellement liés aux MOR, DOR et KOR [264-
266], forment des complexes de signalisation avec les canaux calciques de type N [267]. Il a 
été rapporté aussi qu'une stimulation prolongée (30 min) à la nociceptine induit non seulement 
une internalisation du récepteur ORL1 mais aussi du canal calcique [102]. Un effet qui a été 
mis en parallèle à une diminution au niveau de l'entrée de calcium médiée par ces canaux. Ces 
résultats indiquent que le récepteur et l'effecteur en complexe se comportent comme une seule 
unité signalétique et que la formation d'un tel complexe de signalisation est capable de générer 
des mécanismes, précédemment non reconnus, pour la régulation de l'activité des effecteurs 
dans les voies de la douleur. 
 
1.4 Désensibilisation, endocytose et tolérance aux opioïdes 
 Le développement d'une tolérance à l'effet analgésique est un des principaux obstacles 
qui limitent l'utilisation des opioïdes pour traiter les douleurs sévères en milieu clinique. Dans 
ce qui suit, nous allons examiner les différentes formes de tolérance et mettrons un accent 
particulier sur les récents efforts réalisés pour comprendre les principaux mécanismes 
moléculaires qui contribuent au développement de la tolérance à l'analgésie lors de 
l'administration répétée d'opioïdes. 
 
1.4.1 La tolérance à l'analgésie 
 Les analgésiques dérivés de l’opium figurent parmi les analgésiques les plus efficaces 
dans le traitement des douleurs sévères. Cependant, ils produisent une tolérance à l'analgésie 




administration répétée. Par conséquent, ce phénomène explique la nécessité d'augmenter la 
dose de drogue administrée pour maintenir un effet analgésique constant. La tolérance peut 
être séparée en deux catégories principales: innée ou acquise. La tolérance innée se réfère à 
une diminution dans la sensibilité déterminée génétiquement pour un médicament. Dans la 
plupart des situations, la tolérance innée est déterminée lors de l'administration de la dose 
initiale. En revanche, la tolérance acquise se définie par une diminution progressive, à 
posologie constante, de la réponse observée suite à l'utilisation continue d'un médicament. La 
tolérance acquise peut être subdivisé en trois types principaux, basés sur le mécanisme en 
vigueur: pharmacocinétique, pharmacodynamie ou apprise. 
 La tolérance pharmacocinétique se produit lorsque apparait, en fonction du temps, des 
changements dans la distribution, l'élimination ou le métabolisme du médicament. Ce 
phénomène apparait souvent en conséquence du médicament étant un inducteur ou un 
inhibiteur du transporteur ou de l'enzyme métabolique. Un des mécanismes les plus communs 
est une augmentation de la vitesse du métabolisme de certaines drogues, comme dans le cas 
des barbituriques. La tolérance pharmacodynamique, de son côté, se manifeste par des 
changements adaptatifs tels que des changements dans la densité des récepteurs à la membrane 
induisant ainsi une réduction de la réponse à une concentration donnée du médicament. 
Comme on peut le voir à partir de la description ci-dessus, les approches pharmacocinétiques 
et pharmacodynamiques se complètent. L'évaluation de la quantité du médicament arrivant au 
site d'action ainsi que l'identité de l'action elle-même sont deux activités essentielles à 
l'enquête complète de l'interaction entre le médicament et le corps. Par conséquent, ces 
activités jouent un rôle important dans le développement de nouveaux médicaments et 
l'utilisation de ces derniers dans le cadre clinique. La dernière classe de tolérance acquise est 
attribuée à l'apprentissage (tolérance apprise). Cette dernière peut être comportementale ou 
conditionnée (associée à des repères situationnels ou à des signaux dans l'environnement) et 
fait référence à une réduction de l'effet d'un médicament suite à l'activation de certains 
mécanismes de compensation qui peuvent être appris suite à l'administration répétée de ce 
médicament. 
 Somme toute, on pourrait dire que l'utilisation à long terme d'opioïdes pourrait être 
problématique en raison du développement de plusieurs formes de tolérance limitant ainsi 




Les maladies chroniques, comme le cancer, peuvent être accompagnées de douleurs sévères, 
surtout dans leurs phases évoluées. Pour soulager ce type de douleur, plusieurs classes de 
médicaments peuvent être conseillées. Ces dernières peuvent être utilisées seules ou en 
association. Cependant, pour s'opposer aux défis présentés par la tolérance aux opiacés, une 
approche thérapeutique qui suit l’échelle préétablie par l’Organisation mondiale de la santé 









Dans cette approche, la thérapie analgésique est initiée avec un analgésique non opioïde. Si la 
condition progresse et la douleur devient insupportable, le non-opioïde est remplacé par un 
opioïde faible. Finalement, un opioïde fort est présenté comme une étape terminale [268]. 
Bien que les recommandations établies par l'OMS visent à soulager la douleur ressentie 
et améliorer la qualité de vie des personnes souffrant de douleurs chroniques, le problème 
sous-jacent de la tolérance aux opiacés reste entier. En conséquence, la nécessité de 
développer des stratégies claires et efficaces pour produire des médicaments qui préservent 
leur efficacité thérapeutique persiste. La suffisance d'une telle nécessité peut cependant être 
achevée par la conception et le développement de nouveaux agents qui n'activent pas les voies 
de la tolérance ou par l'utilisation de traitements auxiliaires qui peuvent réduire ou inverser la 
tolérance développée. Pour ce faire, une compréhension détaillée des mécanismes 
















1.4.2 Mécanismes moléculaires de la désensibilisation des RO 
 Certaines des actions indésirables comme la tolérance, la dépendance et l'abus 
apparaissent habituellement après une administration répétée d'opioïdes, et ont été liés à des 
adaptations qui se développent pour contrecarrer l'activation prolongée des RO [269, 270]. Ces 
changements adaptatifs ont été décrits à différents niveaux d'organisation dans le système 
nerveux central, allant du récepteur et les altérations cellulaires jusqu'aux modifications 
fonctionnelles de différents réseaux de neurones [271]. Cependant, malgré la présence d'une 
exposition chronique à un signal (ligand) dans l'environnement péricellulaire, les réponses 
cellulaires générées sont en général de courte durée (secondes à quelques minutes). Pour éviter 
la production d'une réponse cellulaire intensifiée, de nombreux mécanismes moléculaires se 
déclenchent pour désactiver les voies de signalisation et atténuer la sensibilité d'un tissu à une 
stimulation continue. Cette régulation qui se produit à plusieurs niveaux (ligand 
extracellulaire, récepteur membranaire et protéines régulatrices cytoplasmiques) résulte par un 
déclin progressif de l'efficacité de signalisation, un phénomène connu sous le nom de 
désensibilisation.  
Les mécanismes de désensibilisation des RO ont été initialement caractérisés dans des 
lignées cellulaires immortalisées [272], mais des études plus récentes ont étendu ces 
observations jusqu'aux cultures neuronales [273-275] et les modèles animaux [26, 276-278]. 
Les études réalisées sur des lignées cellulaires immortalisées ont montré que, comme pour 
bien d'autres RCPG, l'activation des RO comprend une série de changements 
conformationnels [230, 279] qui déclenchent non seulement les mécanismes de signalisation 
mais aussi ceux de la désensibilisation du récepteur [280, 281]. En conséquence, la 
signalisation du récepteur est atténuée rapidement (cinétique de l’ordre de secondes à quelques 
minutes) après son activation [280]. Deux mécanismes de désensibilisation se présentent: la 
désensibilisation homologue, impliquant une phosphorylation par les protéines kinases des 
RCPG (kinases de la famille des GRKs) et la désensibilisation hétérologue qui fait intervenir 
des protéines kinases activées par des seconds messagers (l’AMPc dans le cas de la PKA ainsi 
que le diacyl glycérol (DAG) et le calcium pour la PKC) [282, 283]. La désensibilisation 
hétérologue, comme son nom l'indique, peut être initiée indépendamment de l'état 




suite à sa phosphorylation par la PKA ou la PKC activée par un autre récepteur. Pour les fins 
de cette thèse, seule la désensibilisation homologue sera présentée (Figure 14). Comme on a 
déjà mentionné, la désensibilisation dite homologue fait intervenir des kinases spécifiques aux 
RCPG, les GRKs. La famille des GRKs est composée de sept isoformes différentes (GRK1-7) 
qui présentent de fortes homologies de séquence et qui appartiennent à la famille des 
sérines/thréonines kinases [283]. La phosphorylation par les GRKs est un phénomène très 
rapide et ne cible que le récepteur dans sa conformation active [284]. Les GRKs 
phosphorylent les résidus Ser/Thr de la troisième boucle intracellulaire et de la queue C-
terminale du récepteur augmentant ainsi l'affinité de recrutement d’une protéine cytoplasmique 
appelée la βarr au récepteur activé [285, 286]. Une étude parue en 2001 montre que la βarr 
pourrait se lier directement au domaine C-terminal et à la troisième boucle intracellulaire du 
récepteur DOR [287]. En même temps, une autre étude est venue complémenter cette première 
étude et montre que la βarr ne pourrait se lier au domaine C-terminal que lorsque ce dernier 






Figure 15. Désensibilisation homologue et internalisation des RCPG. Lorsqu’un ligand vient activer un 
récepteur, un mécanisme de régulation de ce dernier est déclenché. Ce mécanisme débute par la phosphorylation 
du récepteur par la GRK (A). Cette phosphorylation augmente l’affinité pour la β-arrestine qui se trouve ainsi 
recrutée vers le récepteur phosphorylé (B). L’interaction avec la β-arrestine empêche toutes nouvelles activations 
des protéines G par le récepteur et induit l’endocytose de ce dernier (C). Dans les endosomes, le récepteur 
internalisé peut recycler à la membrane (D) ou bien se diriger vers les lysosomes (E) pour être dégradé.  
 
Une fois recrutée, la βarr provoque un découplage fonctionnel entre le récepteur et sa 
protéine G (240) conduisant ainsi à l'arrêt de la signalisation protéine G-dépendante médiée 
par le récepteur. Pour réussir sa mission de découplage, la βarr devrait être capable d’occuper, 
du moins en partie, le domaine permettant l’activation de la protéine G par le récepteur. Si cela 
serait possible, la βarr recrutée entamerait une compétition avec la sous-unité Gα pour le site 
de liaison sur le récepteur phosphorylé induisant ainsi l'arrêt de la signalisation malgré la 
présence continue de l'agoniste. Cette hypothèse a récemment été vérifié en modélisant le 
cristal du complexe formé entre le récepteur β2AR et la βarr1 indiquant ainsi l'insertion de la 
protéine régulatrice à l’intérieur des domaines hélicoïdaux suite au mouvement des passages 




Figure 16. Représentation des sites d’interaction de la sous-unité Gα(GTP) et de la βarr sur le récepteur 
β2AR. La structure cristalline du récepteur β2AR (orange) en complexe avec la sous-unité Gαs(GTP) (rouge) (A) 
(modifiée à partir de PDB: 3sn6) ou la βarr1 (bleu) (B) (modifiée à partir de PDB: 4JQI) indiquent que ces deux 
dernières protéines partagent un site de liaison commun à l’intérieur des domaines hélicoïdaux du récepteur 
β2AR. Une superposition des deux structures cristallines du récepteur β2AR en utilisant le logiciel Chimera est 
représenté en (C) avec un agrandissement du site de compétition entre la sous-unité Gαs(GTP) et la βarr1 sur les 





1.4.3 L'internalisation des RO 
 La désensibilisation des RO par la βarr, consécutive à leur phosphorylation par les 
GRK et/ou les protéines kinases activées par les seconds messagers, se poursuit par leur 
disparition de la surface cellulaire. Les récepteurs ainsi internalisés pourraient être dirigés vers 
les endosomes pour y être déphosphorylés et libérés de leurs ligands puis relocalisés à la 
surface pour initier un nouveau cycle cellulaire [290, 291]. Autrement dit, l'internalisation 
permettrait de restituer les RO fonctionnels à la membrane, un phénomène connus sous le nom 
de resensibilisation. Des études ont montré que les récepteurs MOR [292] et DOR [293-295] 
peuvent subir un recyclage qui contribue à leur resensibilisation fonctionnelle. Cependant, les 
récepteurs pourraient aussi être dirigés vers le compartiment lysosomal [296, 297] mettant 
ainsi une fin éternelle à leur signalisation. Dans ce dernier cas, l'internalisation conduit à une 
désensibilisation prolongée du fait de la dégradation protéolytique du récepteur. Somme toute, 
l'internalisation est sans contredit une étape importante dans la signalisation des RO.  
 Plusieurs mécanismes d’internalisation des RO se présentent dont les principaux sont 
l’internalisation par des puits tapissés de clathrines et l’internalisation par des compartiments 
lipidiques de type caveolae. Or, étant donné que les RO sont majoritairement internalisés par 
la voie des vésicules de clathrine [298], seule cette dernière sera abordée. Là aussi, la βarr joue 
un rôle crucial. En plus de son rôle dans la désensibilisation des récepteurs, la βarr joue le rôle 
d'une protéine d’échafaudage et facilite ainsi la connexion des récepteurs à la machinerie 
d’endocytose. Dans cette machinerie, plusieurs protéines comme la sous-unité β2-adaptin de la 
protéine adaptatrice 2 (AP-2) [299] et la chaine lourde des clathrines [300] jouent un rôle 
important dans la formation des puits de clathrines. Une fois les puits formés, une GTPase 
nommée dynamine intervient dans la fermeture et la scission des puits au niveau de la 
membrane permettant ainsi leur libération dans le cytoplasme [244]. Ce dernier rôle identifié 
pour la βarr explique pourquoi la grande majorité des ligands qui favorisent la 
désensibilisation fonctionnelle induisent aussi l'internalisation du récepteur. 
Des études sur les tranches de cerveau et les cultures neuronales ont confirmées que les 
récepteurs MOR neuronaux peuvent subir une internalisation βarr-dépendante par des 
agonistes complets comme le DAMGO et des agonistes partiels comme la morphine [273]. 




entre les différentes populations neuronales. En particulier, alors que ce médicament induit 
une endocytose du récepteur MOR dans les neurones du striatum [273] et du plexus entérique 
[301, 302], ce dernier fut sans effet dans le locus coeruleus [274, 303] ou même dans les 
neurones du DRG [275]. Ces différences ne sont pas surprenantes puisqu'une internalisation 
par un agoniste partiel, comme la morphine, est estimée être influencée par le type et le profil 
d'expression endogène de protéines d'endocytose exprimées dans chaque sous-type neuronal. 
En accord avec cette interprétation, il a été montré qu'une exposition prolongée à la morphine 
augmente l'expression de la dynamine dans les neurones entériques, faisant de cet agoniste un 
ligand capable d'internaliser les récepteurs MOR exprimés dans ce type de neurones [302]. 
 
1.4.4 Relation entre l'internalisation et le développement de la tolérance aux 
opioïdes 
La relation entre l'internalisation et le développement de la tolérance à l'analgésie se 
poursuit d'une manière active pour DOR. Un rapport par Pradhan et al, 2009 [278] a 
récemment établi qu'une seule injection de SNC-80 produit l'internalisation in vivo de DOR et 
le développement d'une tolérance analgésique aigue. Par contre, l'administration d'une dose 
équianalgésique de AR-M1000390 ne fut capable de produire ni une internalisation du 
récepteur ni une modification au niveau de la réponse analgésique. Sur la base de ces 
observations, il serait probable de spéculer que la tolérance aigue aux agonistes DOR est 
déterminée par l'internalisation. Toutefois, cette interprétation a été exclue par les résultats 
obtenus avec la deltotphine II, qui malgré sa forte capacité à induire de l'internalisation [304], 
ne fut capable de produire une tolérance aigue [305]. La raison qui expliquerait la différence 
au niveau du potentiel de tolérance affichée entre le SNC-80 et la deltorphine II reste à être 
élucidée. Cependant, l'analyse du transport post-endocytique pourrait aider à clarifier cette 
différence. Des études sur des lignées cellulaires immortalisées indiquent que l'internalisation 
par SNC-80 n'est pas suivie par un recyclage des récepteurs [294]. De plus, des études in vivo 
montrent que l'administration du SNC-80 est suffisante pour piéger les récepteurs DOR dans 
le cytosol pour une durée de quatre heures durant lesquelles la tolérance analgésique est 




à un recyclage partiel et à une resensibilisation de la signalisation de DOR [306]. Ensemble, 
ces deux derniers phénomènes contribuent à produire une récupération plus rapide de 
l'efficacité analgésique lors d'une administration répétée de ce type de ligands [305]. 
L'implication du transport post-endocytique a été corroboré par une étude récente, qui a permis 
d'expliquer la différence dans la capacité de deux agonistes complets, le SNC-80 et le DPDPE, 
capables d'internaliser efficacement le récepteur DOR, à conserver différemment leur 
efficacité à induire une réponse analgésique aigue. Il faut pourtant signaler que les facteurs 
moléculaires responsables du triage des RO vers les voies de recyclage ou de dégradation sont 
multiples. Ces derniers inclus la stabilisation des récepteurs dans des conformations agonistes-
dépendantes qui pourraient favoriser ou non l'interaction des récepteurs avec des protéines de 
triage comme les GASPs (protéine de triage associée aux RCPG) ou la βarr [27]. Cette 
dernière notion est supportée par des données qui indiquent que le récepteur DOR est capable 
d'adopter plusieurs conformations actives [230] qui sont distinctivement modulées par la 
tyrosine kinase Src [307, 308] qui à son tour est impliquée dans la modulation de la capacité 
du récepteur DOR à recycler [295]. L'existence d'une multitude de facteurs intervenant dans la 
régulation de la capacité des récepteurs à signaler n'étaient pas nécessairement prévue dans les 
études réalisées dans les systèmes hétérologues. Cependant, ces réponses devraient être 
examinées avec précaution pour produire des analgésiques qui préservent leur capacité à 
signaler. 
 
1.4.5 Désensibilisation au niveau des effecteurs 
La comparaison des actions analgésiques évoquées par les agonistes qui produisent ou 
non une internalisation du récepteur DOR confirme que, semblable à ce qui a été observé pour 
le récepteur MOR, ces deux types d'agonistes induisent une tolérance suite à leurs 
administrations répétées [26, 305]. Remarquablement pour certains de ces agonistes, les 
mécanismes conduisant à la désensibilisation des signaux, médiés par l'activation du récepteur 
DOR, impliquent le récepteur lui-même alors que pour d'autres, la désensibilisation se réalise 
au niveau de l'effecteur. Par exemple, tandis que la tolérance induite par le SNC-80 implique 
la désensibilisation du récepteur DOR [27], le ligand AR-M1000390, de son côté, laisse DOR 




De plus, les études montrent que la relation entre l'internalisation du récepteur et la 
désensibilisation des effecteurs semble être influencée par le type cellulaire et l'effecteur 
considéré. En particulier, des données montrent que 20 à 30 min d'exposition des neurones 
DRG et des neurones du LC à des ligands capables d'induire l'internalisation du récepteur 
MOR a été associée à la désensibilisation des réponses médiées par les canaux ioniques [274, 
303]. Cependant, les données ont montré aussi que la séquestration de MOR ne semble pas 
être un facteur nécessaire pour la production de la désensibilisation observée [274, 303]. 
D'autre part, en interférant avec la séquestration des récepteurs MOR du striatum, une 
réduction partielle de la désensibilisation de la réponse cyclase évoquée par DAMGO et la 
morphine a été observée [309].  
 En plus de l'influence que pourrait induire l'internalisation du récepteur, le mécanisme 
de base de la désensibilisation semble également être effecteur spécifique. En effet, il a été 
montré, dans les neurones DRG, que les canaux Cav de type N subissent une désensibilisation 
rapide qui n'a pas été affectée par βarr2 KO [310], mais a plutôt été médiée par un mécanisme 
hétérologue agissant en aval de l'activation du récepteur [275, 311]. En revanche, la 
désensibilisation des canaux Kir dans les neurones du LC était homologue [303] et dépendait 
de la combinaison de l'activité de ERK1/2, de la protéine GRK2 et de la βarr2 [312]. La βarr2 
a été aussi impliquée dans la désensibilisation des réponses de l'adénylate cyclase suite à une 
exposition prolongée des récepteurs MOR du striatum à la morphine et au DAMGO [309]. 
Cependant, en dépit de sa capacité à déclencher la régulation de MOR, l'exposition à la 
morphine induit la suractivation de la cascade d'AMPc dans le striatum [313], ce qui suggère 
que la désensibilisation du récepteur MOR, lorsque associé à cet effecteur, pourrait ne pas 
suffire pour complètement éviter les mécanismes cellulaires compensatoires.  
Cette multiplicité dans les mécanismes de régulation témoigne de la difficulté de développer 
un moyen universel pour contrôler la tolérance analgésique. Mais, d'autre part, peut fournir 





2. Hypothèse et objectifs 
 Dans cette thèse, nous avons testé l'hypothèse qui indique que le récepteur DOR 
pourrait interagir directement avec ses partenaires de signalisation. Pour tester cette hypothèse, 
nous avons débuté, dans la première partie de l'étude, par surveiller les interactions entre ce 
récepteur, les sous-unités de la protéine G et un des effecteurs du récepteur DOR, le canal 
Kir3. Dans le cas ou ces interactions pourraient avoir lieu et sachant que le récepteur DOR 
internalise suite à une stimulation prolongée avec les agonistes opioïdes, on s'était demandé si 
le canal Kir serait capable de suivre le récepteur dans le compartiment intracellulaire. Pour ce 
faire, nous avons évalué, dans la deuxième partie de l'étude, la stabilité de l'interaction 
DOR/Kir3 au cours de différentes périodes de stimulation du récepteur DOR avant de 
finalement caractériser l'effet de telles stimulations sur l'internalisation de chacun des 
composants membranaires du complexe signalétique DOR/Kir3. 
 
1) Étude de l’interaction entre le récepteur DOR, sa protéine G et le canal Kir3: 
L'information conformationnelle est transmise du récepteur au canal via la protéine G. 
 Cette étude fut effectuée à la suite de nombreux indices démontrant la présence de 
plusieurs interactions RCPG/protéine G [7, 226, 230, 314-316] et RCPG/effecteur [260-263, 
267] et a permis de montrer que le récepteur DOR, la protéine GαoAβ1γ2 et le canal 
Kir3.1/Kir3.2 forment un complexe constitutif qui maintient son intégrité suite à une 
stimulation aigue avec un agoniste complet du DOR. Une fois le complexe établi, notre 
objectif consistait à identifier la voie que le récepteur adoptait pour activer son effecteur 
ionique. On a estimé ainsi qu'une surveillance, en temps réel, des interactions établies entre les 
composants de notre complexe suite à une stimulation avec différents agonistes DOR serait 
d'une grande utilité pour accomplir un tel objectif. 
 
2) Étude de la régulation du complexe DOR/Kir3 suite à une stimulation prolongée par 
différents agonistes DOR: l'effecteur Kir3 internalise avec le récepteur.  
 Cette étude fait suite à nos premiers résultats qui montrent que le canal Kir reste en 
complexe avec le récepteur DOR durant les premières phases de transduction du signal. Étant 




stimulation soutenue [27, 278, 317], l'objectif de la présente étude consiste à caractériser la 
stabilité de l'interaction DOR/Kir suite à l'internalisation du récepteur et à identifier, dans le 




3.1 Première publication 
Conformational Dynamics of Kir3.1/Kir3.2 Channel Activation via δ-Opioid 
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3.1.1 Introduction et mise en contexte du premier article 
 Les interactions protéine-protéine présentent une grande importance pour pratiquement 
tous les processus biologiques. Ces interactions nous aident à caractériser la formation et le 
comportement d'un complexe multi-protéique et parfois, à déterminer et même réguler de 
nouvelles voies de signalisation d'une protéine tout en lui identifiant de nouveaux partenaires 
d'interaction et des ligands qui la modulent. Par conséquence, l'analyse détaillée de ce type 
d'interactions est essentielle non seulement pour comprendre la plupart des processus 
physiologiques mais aussi, pour le développement de nouveaux ligands thérapeutiques. 
Plusieurs méthodes expérimentales non radioactives ont été développées, durant les dernières 
années, pour détecter les interactions protéine-protéine en temps réel. Parmi ces dernières, 
certaines techniques, comme la spectroscopie par résonance plasmonique, nécessitent 




[318, 319]. Alors que d'autres, comme la co-immunopurification ou la purification par fusion 
avec la Glutathion S-transférase (GST-pull down), réussissent à détecter les interactions 
voulues mais dans des lysats cellulaires ou des protéines purifiées. Le défi de ce premier 
article était donc de détecter, dans des cellules vivantes, les interactions protéine-protéine 
nécessaires pour transmettre l'information, codifiée par la liaison du ligand au récepteur DOR, 
vers l'effecteur Kir3. 
 Pour aborder ce défi, nous avons décidé d'utiliser la technique de BRET ou transfert de 
la bioluminescence par résonance énergétique. Cette technique utilise la capacité d’une 
protéine à émettre son énergie bioluminescente vers une autre protéine fluorescente qui reçoit 
cette énergie et émet une fluorescence de couleur verte. Le transfert énergétique, représenté 
par le ratio de l'énergie fluorescente produite sur celle luminescente émise (appelée aussi ratio 
BRET), impose que les deux protéines d'intérêt soient en proximité d'où son utilité pour 
étudier les interactions protéine-protéine. La reproductibilité élevée des essais BRET et la 
fiabilité de ses mesures font de cette technique une option intéressante pour la conception 
d'essais de criblage à haut débit de molécules thérapeutiques. Cette application, récemment 
observée pour le BRET concerne le développement de biosenseurs. Chaque biosenseur BRET 
représente une interaction protéine-protéine qui permet de déterminer l'efficacité d'une drogue 
à initier sélectivement une cascade signalétique fonctionnelle impliquant une protéine cible. 
Par conséquent, cet outil permet de sélectionner à partir d'une librairie de drogues, celles 
capables de produire le meilleur effet spécifique voulu. 
En utilisant le BRET, nous avons détecté la présence d'une proximité stérique entre le 
récepteur DOR, le dimère Gβγ et le canal Kir3.1/Kir3.2 à l'état basal. Cela nous a encouragé à 
utiliser la technique de co-ip pour identifier la nature des interactions protéine-protéine 
observées. Nos résultats ont permis de montrer la présence d'une interaction physique 
constitutive entre nos protéines d'intérêt qui persistait même après la stimulation aigue du 
récepteur avec un agoniste complet. De plus, notre surveillance des changements BRET 
détectés entre les différents composants du complexe montre que le récepteur active son 
effecteur en lui transmettant un message conformationnel. Finalement, on a voulu caractériser 
la voie de transmission de ce message. Nos données montrent que le récepteur transmet 
l'information conformationnelle au dimère Gβγ par voie directe ou via la sous-unité Gα et que 




canal. Les résultats montrent aussi que les changements BRET, induits par les ligands DOR, à 
l'interface Gβγ/Kir étaient prédictifs de la capacité d'un ligand à susciter un courant Kir3. 
Ensemble, ces données tracent les changements observées dans l'interaction Gβγ/Kir comme 
voie indispensable pour transmettre l'information conformationnelle de DOR à Kir3 d'où l'idée 
d'utiliser cette interaction protéine-protéine comme biosenseur pour identifier l'efficacité d'un 
ligand opioïde à activer le canal Kir3. Cette étude est une des rares à montrer, à la fois, la 
présence d'un complexe entre un récepteur, sa protéine G et son effecteur et une des premières 
à identifier la voie de transmission d'une information conformationnelle d'un récepteur à son 
effecteur ionique. 
 
Contribution: Dans cet article, j'ai conçu et réalisé des expériences pour les figures 1 à 4 ainsi 
que les figures 6 et 9 (participation à la conception de l'image présentée). Aussi, j'ai participé à 
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This study assessed how conformational information encoded by ligand binding to δ-
opioid receptors (DORs) is transmitted to Kir3.1/Kir3.2 channels. HEK293 cells were 
transfected with bioluminescence resonance energy transfer (BRET) donor/acceptor pairs that 
allowed us to independently evaluate reciprocal interactions among signaling partners. These 
and co-immunoprecipitation studies indicated that DORs, Gβγ and Kir3 subunits 
constitutively interacted with one another. GαoA associated with DORs and Gβγ but, despite 
being part of the complex, no evidence of its direct association with the channel was obtained. 
DOR activation by different ligands left DOR-Kir3 interactions unmodified, but modulated 
BRET between DOR-GαoA, DOR-Gβγ, GαoA-Gβγ and Gβγ-Kir3 interfaces. Ligand-induced 
BRET changes assessing Gβγ-Kir3.1 subunit interaction: i) followed similar kinetics as those 
monitoring the GαoA-Gβγ interface, ii) displayed same order of efficacy as those observed at 
the DOR-Gβγ interface, iii) were sensitive to pertussis toxin and iv) were predictive of 
whether a ligand could evoke channel currents. Conformational changes at the Gβγ/Kir3 
interface were lost when Kir3.1 subunits were replaced by a mutant lacking essential sites for 
Gβγ-mediated activation. Thus, conformational information encoded by agonist binding to the 
receptor is relayed to the channel via structural rearrangements that involve repositioning of 
Gβγ with respect to DORs, GαoA and channel subunits. Further, the fact that BRET changes 
at the Gβγ-Kir3 interface are predictive of ligand ability to induce channel currents points to 
these conformational biosensors as screening tools for identifying GPCR ligands that induce 








G protein-gated inwardly rectifying K+ (GIRK or Kir3) channels mediate slow 
postsynaptic inhibitory potentials and help regulate cell excitability in the heart and the brain 
[320]. Their activity is controlled by neurotransmitters such as monoamines, amino acids and 
peptides which upon binding to their respective receptors trigger Kir3 channel opening via 
stimulation of pertussis toxin (PTX)-sensitive Gi/o proteins [320]. The specificity and 
temporal precision of this signaling process has been attributed to the constitutive association 
of G protein-coupled receptors (GPCRs), G proteins and channel subunits [133, 321, 322]. In 
particular, in vitro and in vivo studies indicate that Gβγ subunits may directly associate with 
cytosolic domains of the channel [133, 323], an interaction that is present both before and 
during channel activation [321, 324]. Gαi/o is also thought to be part of the Kir3-G protein 
complex, but the way in which this subunit interacts with other complex components, 
particularly the channel, remains to be fully elucidated. Indeed, biochemical and biophysical 
studies show that Gα-GTP may directly interact with channel subunits [325, 326] while Gα-
GDP would associate with the complex via the Gβγ dimer [324, 327]. Functional studies 
indicate that Gα actively participates in channel modulation both in its GDP- and GTP-bound 
states [324, 325] and have identified Gβγ interactions with Kir3 subunits as the mediator of 
channel activation [66, 321].  
Altogether, the data available indicate that Kir3 activity is regulated by well-
coordinated interactions at the interface of the channel and heterotrimeric Gαβγ subunits. 
What is less well defined are the dynamics of channel activation via GPCRs. In particular, 




receptor is transmitted to the channel. Here we used BRET to investigate how ligand binding 
to δ-opioid receptors (DORs) modulated constitutive interactions among receptors, Gαoβ1γ2 
subunits and neuronal Kir3.1/Kir3.2 channels. Results obtained showed that ligand binding to 
the receptor induced correlated conformational changes at BRET pairs assessing Gβγ 
interaction with DORs and Kir3 subunits. DOR activation also induced conformational 
rearrangements between DORs and Gαo and among the latter and Gβγ subunits. However, no 
evidence was found for conformational changes being directly transferred to the channel via 
Gαo. Similarly, despite close proximity between DORs and Kir3 subunits, BRET assays did 
not reveal relevant structural rearrangements at this interface. We conclude that 
conformational information encoded by ligand binding to the receptor is essentially transferred 
to the channel via the Gβγ dimer and propose that a BRET biosensor that captures these 
changes may be a useful tool to screen for GPCR ligands that modulate Kir3 channel function.     




Materials and Methods 
 
Reagents.- Buffer chemicals, protease inhibitors, DPDPE, morphine, naloxone, 
naltrindole, pertussis toxin, anti-FLAG M2 affinity resin, and FLAG peptide were purchased 
from Sigma. [35S]GTPγS and coelanterazine were from Perkin-Elmer. SNC-80 was from 
Tocris Cookson (Ellisville, MO), TIPP and TICPΨ were kindly provided by Dr. Schiller 
(Université de Montréal, Canada) and UFP512 was a generous gift from Dr. Balboni 
(University of Ferrara, Italy). Anti-rabbit Alexa-488 and anti-mouse Alexa 647-conjugated 
antibodies were from Molecular Probes. 
 
DNA constructs.- Constructs encoding the yellow fluorescent protein (YFP) or Renilla 
luciferase (RLuc) fused in frame at the C-terminus of human DORs have been previously 
described [328] as have plasmids encoding YFP fused at the N-terminus of human Gγ2 or at 
the C-terminus of CD8-YFP [212]. Kir3.1/3.2 human subunits bearing Rluc at their C-
terminus have also been described [132]. The recombinant plasmid encoding for GαoA tagged 
with luciferase at position 99 (GαoA99-Luc) was created from overlapping PCR from three 
fragments, then digested with the restriction enzymes SalI + NheI and, cloned in the XhoI + 
NheI sites of the expression vector pCDNA3.1 zeo(+) (Invitrogen). Two of the PCR fragments 
were created from pcDNA3.1(+) G protein alphaoA EE-tagged (cat number: #GNA0OAEI00 
from Missouri S&T cDNA Resource Center) with the primers: GNAO NheI forward: 5’-
CAATGCTAGCGATATCGGTAC CACCATGGGATGTACTCTGAGCGCA-3’, GNAoA 
Nterm-NAAIRS L reverse: 5’-
CACCTTGCTGGTCATGGACCGAATGGCGGCATTCTCCTTATCACCATATTCGATGC




CATCGAATATGGT-3’, GNAOa SalI reverse: 5’-CCCTCTAGAGTCGACTCAGTAC 
AAGCCGCAGCCCCG-3’. The third fragment encoding RlucII flanked by NAAIRS linkers 
was created by PCR from pCDNA3.1 Hygro (+) EPAC db bret2 sensor 
(http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/19584306) with the following primers: NAAIRS-
RlucII forward:5’-AATGCCGCCATTCGGTCCATGACCAGCAAGGTGTACGACC-3’ and 
RlucII-NAAIRS reverse: 5’-GGACCGAATAGCGGCATTCTGCTCGTTCTTCAGCACT 
CT-3’. Once assembled in one fragment by an overlapping PCR, the resulting product 
encoding a human EE-tagged GαoA Gprotein subunit with an internal RlucII flanked by 
NAAIRS linkers and the loop connecting helices αA and αB of the helical domain. The mutant 
human Kir3.1-Luc subunit lacking residues 183-342 (Kir3.1-RLuc183-342) was produced using 
overlapping PCR on a Kir3.1-Rluc in pRC-CMV. Primers used were T7 forward primer and 
5’-GGAACTGGGAGAT-GAACATGCAGCCGATG-3’ (PCR1). Forward 5’-
CATGTTCATCTCCCAGTTCCACG-CAAC-3’ and reverse 5’-GGATCA 
TAAACTTTCGAAGTCATGG’3’ (PCR2) followed by forward T7 primer and reverse 5’-
GGATCATAAACTTTCGAAGTCATGG-3’ (PCR on the products of PCR1 and PCR2). The 
resulting product was subcloned into Kir3.1-Rluc in pRC-CMV using the NheI site. Kir3.1 
subunits bearing a Flag tag at position 114 (extracellularly tagged FLAG-Kir3.1) were kindly 
provided by Dr. Deborah J. Nelson (University of Chicago, Chicago, Illinois). 
 
Cell culture and transfections.- Human embryonic kidney 293 (HEK293) cells were 
cultured in Dulbecco’s modified Eagle’s medium supplemented with 10 % fetal bovine serum, 2 
mM L-glutamine, 100 unit/ml penicillin-streptomycin, at 37°C in a humidified atmosphere at 95% 




density of 3 x 106 cells in 100 mm petri dishes, cultured for 24 h and transfected with vectors 
encoding BRET constructs for DORs, G protein and Kir3.1/3.2 subunits along with untagged 
complementary complex components as specified in Table 1. Unless otherwise specified, 
transfections were performed with polyethylenimine (Polysciences, Warrington, PA) as previously 
described [329]. Forty-eight hours after transfection, cells were used for BRET, 
immunoprecipitation or electrophysiological experiments. For [35S]GTPγS binding assays HEK293 
cells were stably transfected with Flag-DORs. Clonal cell lines were produced using 
Lipofectamine (Invitrogen) to transfect 6 µg of DNA/100 mm petri dish followed by selection with 
G418 (500 µg/ml). 
 
BRET experiments.- Titration BRET assays were performed as previously described 
[330], in order to determine the relative amount of DNA constructs necessary to achieve a 
maximal BRET signal. Briefly, a fixed amount of donor-tagged proteins was co-expressed 
with increasing amounts of the vector coding for the acceptor. Untagged complementary 
signaling partners were also included, at levels that would support membrane expression of the 
complete signaling complex at all points of the titration curve. Donor-acceptor DNA ratios 
corresponding to the beginning of the saturation plateau were subsequently used for single 
point assays. Two days after transfection HEK293 cells expressing different BRET pairs were 
washed with phosphate buffered solution (PBS), and distributed into 96-well microplates 
(white Optiplate; PerkinElmer Life Sciences) at a concentration of 1-2 mg/ml. Cells were then 
incubated for three minutes with coelanterazine h (1 µg/mL) prior to the addition of the 
indicated ligands (10 µM), which were in turn introduced 2 min before taking BRET1 




that allows the sequential integration of signals detected in the 440-480 nm (RLuc emission) 
and 520-550 nm (YFP emission) windows using filters with the appropriate band pass 
(Chroma). The BRET signal generated by each sample was determined by calculating the ratio 
of light emitted by YFP over the light emitted by Rluc. These values were then corrected by 
subtracting the background signal (detected when the Rluc-tagged construct was expressed 
without acceptor) from the BRET ratio detected in cells coexpressing both Rluc- and YFP 
(netBRET). For kinetic assays, cells were suspended and transferred to 96-well plates 
following which BRET was measured using a Mithras LB940 plate reader (Berthold 
Technologies, Bad Wildbad, Germany) equipped with a microinjector that allowed automatic 
delivery of coelanterazine h and SNC-80 (10 µM). The agonist was injected five minutes after 
the RLuc substrate, and BRET1 measures were obtained at room temperature, every 0.8 sec 
for a period of 6 min. Corrected netBRET1 values were obtained as above. Finally, for the 
calculation of a Z’ factor describing reliability of the Kir3.1-RLuc/YFP-Gγ2 as a screening 
biosensor, the construct and complementary complex components were transfected into cells 
plated in 100mm dishes (4 million) using Lipofectamine (Life Technologies). The day after 
transfection cells were transferred onto 96 well plates (150,000 cells/well) and the following 
day readings were taken on attached cells (so as to emulate conditions used in screening 
campaigns). The day of the experiment cells were exposed to coelanterazine h 5 min prior to 
the addition of SNC-80 (10 µM) or vehicle (DMSO). Immediately after these injections, 48 
alternate readings were obtained for each condition, using the Mithras LB940 plate reader. 
Note: Because filters in the different plate readers were not the same, netBRET values 




The Z’ factor for these assay conditions were calculated from the formula: 1 – (3σligand + 
3σCTL) /│µligand - µCTL│, as described by Zhang et al, (1999). 
 
Immunoprecipitation assays were carried out as previously described [Audet et al, 
2008). Two days after transfection, HEK293 cells were exposed to DPDPE (10 µM; 2 min) or 
vehicle and, at the end of incubation, were immediately used for membrane preparation. 
Membranes were prepared by suspending cells in lysis buffer (5 mM Tris pH 7,4, 3 mM 
MgCl2, 2 mM EDTA, 1 mM NaF, 1mM Na3VO4, 5 µg/mL leupeptin, 5 µg/mL soybean 
trypsin inhibitor, and 10 µg/mL benzamidine) and homogenizing them in an Ultra-turrax 
homogenizer (IKA, Wilmington, NC). Following centrifugation at 500 g to pellet 
mitochondria and nuclei, the supernatant containing membranes and cytosol was recovered 
and centrifuged at 30,000 x g for 20 minutes. The resulting membrane pellet was resuspended 
in lysis buffer for a second round of centrifugation (30,000 x  g; 20 minutes). Finally, 
membranes were suspended in solubilization buffer (0.5% n-dodecyl-maltoside, 25 mM Tris 
pH 7.4, 140 mM NaCl, 2 mM EDTA, 1 mM NaF, 1 mM Na3VO4, 5 µg/mL leupeptin, 5 
µg/mL soybean trypsin inhibitor and 10 µg/mL benzamidine) and agitated at 4°C for 2 hours, 
following which the solubilized material was centrifuged at 20,000 x g for 30 minutes. Flag-
DORs or extracellularly tagged FLAG-Kir3 subunits were immunoprecipitated from the 
supernatant using anti-FLAG M2 antibody resin. Briefly, 40 µl of antibody-coupled resin 
equilibrated in solubilization buffer and supplemented with 0.1% bovine serum albumin (w/v) 
were added to 500 µl of solubilized membranes and incubated overnight at 4°C under gentle 
agitation. The next morning the resin was centrifuged, washed twice with 500 µl of 




0.1% instead of 0.5% n-dodecyl-maltoside (w/v)). Flag-tagged proteins were then eluted by 
incubating the resin for 10 minutes at 4°C with 100 µl of modified solubilization buffer 
containing the FLAG peptide (150 µg/mL). This elution was repeated three times, and the 
eluates were combined and concentrated by membrane filtration over Microcon-30 
concentrators (Millipore). SDS sample buffer was then added and samples were used for SDS-
PAGE. Resulting gels were transferred onto nitrocellulose (GE Healthcare) and Kir3.1-Luc or 
YFP-Gγ2 respectively recovered with Flag-DORs or extracellularly tagged FLAG-Kir3. 
subunits were revealed using mouse anti-Luc (1:1,000 Millipore) or rabbit anti-GFP 
(1:10,000; Abcam) antibodies followed by corresponding secondary HRP-conjugated 
antibodies (1:40,000; Amersham Biosciences). Chemiluminescence detection reagents (GE 
Healthcare) were used to reveal blotted proteins.  
 
Immunofluorescence and Confocal Microscopy.- Forty-eight hours after transfection 
HEK293 cells were seeded on L-polylysine-coated coverslips and grown as described above. 
Labelling of surface Flag-DORs was done by a “feeding technique” in which rabbit anti-Flag 
M2 antibody (1:100; Sigma) was introduced into the incubation medium for 30 min. At the 
end of this incubation period cells were washed in PBS and fixed with 3% paraformaldehyde 
(15 min, RT) followed by permeabilization with 0.1% Triton X-100 (15 min). Cells were then 
washed three times in PBS-1% BSA and incubated with mouse anti-Luc (1:100; Millipore) to 
label different Kir3.1-RLuc constructs. Corresponding fluorescence-conjugated anti-rabbit 
antibody Alexa 467 or anti-mouse antibody Alexa 488 (1:1000) were then introduced for a 
period of 30 min. At the end of incubation, cells were extensively washed and coverslips were 




microscopy was performed using a Leica DM550 Q microscope. Images were analysed using 
ImageJ software. 
 
[35S]GTPγS binding assays were carried out on membrane preparations as previously 
described [331]. Membranes were prepared as above and immediately resuspended in 
[35S]GTPγS assay buffer (50 mM Hepes; 200 mM NaCl; 1 mM EDTA; 5 mM MgCl2; 1 mM 
DTT; 0.5% BSA and 3 µM GDP; pH 7.4) to yield 10 µg protein/tube. [35S]GTPγS was used at 
50nM and non-specific binding was determined in the presence of 100 µM cold GTP. Ligands 
were introduced at a final concentration of 100 nM and incubation was allowed to proceed for 
one hour at RT. The reaction was terminated by rapid filtration onto Whatman GF/C glass 
filters pre-soaked in water. Filters were washed twice with ice-cold wash buffer (pH 7) 
containing 50 mM Tris, 5 mM MgCl2 and 50 mM NaCl, and the radioactivity retained was 
determined by liquid scintillation. 
 
Electrophysiological experiments.- Twenty four hours post transfection, cells were 
trypsinized and resuspended in DMEM before plating on poly-D-lysine coated 35mm culture 
dishes. The following day cells were used for electrophysiological recordings. On the day 
when experiments were conducted, culture media was replaced with high potassium solution 
(HK+ external; 5mM NaCl; 140mM KCl; 2mM CaCl2; 1mM MgCl2; 20mM HEPES; 10 mM 
glucose pH 7.4; 300 mOsmol/L). The plate was placed on the microscope stage and the cells 
were perfused with HK external by a large volume gravity fed perfusion system until seal 
formation began. Patch pipettes were pulled from borosilicate glass and when filled with a 
high potassium ATP/GTP containing solution (140mM KCl; 20 mM NaCl; 5mM EGTA; 5.4 




between 2-5 MΩ. Cells were patched in the whole cell configuration and were voltage 
clamped with 85% compensation for series resistance using an Axopatch 200B and ensuring 
that cell capacitance was <30 pF. Cells were then subjected to a ramp protocol which changes 
the membrane potential from -100mV to +50mV at a rate of 1mV/ms using Clampex 10.2 
software. The ramping protocol was then repeated every 250 ms for 75 s. Agonists were 
suspended in HK external (1 µM final) and were applied to the cell by a small volume gravity 
fed perfusion system directly next to the patched cell. Once peak current was observed, 
agonists were washed out of the bath by perfusing HK external from a large volume gravity 
fed perfusion system. Trace data were presented by plotting the current at -100 mV during the 
ramp protocol against time using Clampfit 10.2. Data were collected with a low pass Bessel 






Constitutive association of DORs, Gβ1γ2 and Kir3.1/3.2 subunits  
Kir3.1/3.2 subunits form the most abundant type of neuronal Kir3 channel and mediate 
the actions of numerous inhibitory neurotransmitters including GABA, dopamine and opioids 
[144]. In the particular case of opioids, Kir3.1/3.2 channels are essential for the analgesic 
actions of these drugs [142]. Within this context, we were interested in determining how 
agonist binding to DOR results in Kir3.1/3.2 channel activation. We had previously shown 
that Kir3.1/3.2 channels interact with GABA-B [263] and dopamine D2 receptors in HEK293 
cells and native tissue [259], and had demonstrated that Kir3 subunits [133, 263] and GPCRs 
[212], including DORs [230] both constitutively and specifically associate to the Gβγ dimer. 
To corroborate whether DORs were able to constitutively associate with Kir3.1/3.2 channels 
we used BRET and co-immunoprecipitation assays, two approaches that we have previously 
applied to monitor protein interactions within multimeric signaling complexes [133, 230, 263]. 
The association between DORs and Kir3.1/3.2 channels was first assessed by generating 
BRET titration curves in which a fixed amount of the donor Kir3.1-Rluc was co-transfected 
with increasing concentrations of the acceptor DOR-YFP, as well as with all relevant 
complementary complex components indicated in Figure 1A. As shown therein, cumulative 
amounts of DOR-YFP progressively increased energy transfer until reaching a plateau, 
indicating the existence of a spontaneous and specific interaction between Kir3.1-Luc and 
DOR-YFP [332]. Indeed, co-transfection of Kir3.1-Luc subunits with a CD8-YFP construct 
that has similar distribution as the receptor but does not interact with the channel or G proteins 
[212], produced marginal energy transfer that did not follow saturation kinetics. The 




assays where increasing amounts of untagged Kir3.1 subunits, but not adenylyl cyclase II 
(ACII), competed for the BRET signal generated by the Kir3.1-Luc/DOR-YFP pair. 
Moreover, the failure of ACII to compete for the Kir3.1-Luc/DOR-YFP BRET signal was not 
due to inadequate expression as indicated by the presence of increasing amounts of ACII 
immunoreactivity in progressive transfections (Figure 1A; inset).   
DOR stimulation with the agonist DPDPE (10 µM, 2 min) did not modify the titration 
curve generated for the Kir3.1-Luc/DOR-YFP pair. Comparison of titration curves by 
simultaneous fitting [333] indicated that addition of agonist did not alter BRET50 (CTL: 1.5 ± 
0.4; DPDPE: 1.3 ± 0.3; p=0.78; n=3) or BMAX (CTL: 0.048 ± 0.004; DPDPE: 0.047 ± 0.003; 
p=0.85; n=3) values. This observation is consistent with the notion that neither the total 
amount of receptor associating with the channel, nor the way in which both proteins interact 
with one another, were modified by receptor activation. The spontaneous interaction between 
DORs and Kir3 subunits was then corroborated in co-immunoprecipitation assays carried out 
in HEK293 cells co-expressing Flag-DOR, heterotrimeric Gαoβ1γ2 subunits and Kir3.1-
Luc/3.2 channel subunits. In keeping with the constitutive interaction observed in living cells 
using BRET, immunoprecipitation of the receptor resulted in recovery of Kir3 channel 
subunits. Also consistent with BRET assays, the amount of channel subunits co-purified with 
the receptor was not modified by DOR stimulation with the agonist DPDPE (Figure 1B).  
A second series of BRET assays also revealed a constitutive and specific transfer of 
resonance energy in the Kir3.1-Luc/YFP-Gγ2 pair (Figure 2A), corroborating the established 
ability of Kir3.1/3.2 channels to associate with Gβγ subunits [133, 321, 334]. This interaction 
could be observed both in cells that expressed DOR (Figure 2A) and in those that did not 




stimulation by DPDPE (10 µM, 2 min). Simultaneous curve fitting revealed that in cells 
expressing the receptor, DPDPE significantly increased BMAX (CTL: 0.16 ± 0.01; DPDPE: 
0.20 ± 0.01; p < 0.01; n=3) without modification of BRET50 values (CTL: 5.1 ± 1.2; DPDPE: 
3.6 ± 0.6; p=0.23; n=3).  In contrast, the non-specific interaction between Kir3.1-Luc and 
CD8-YFP did not respond to agonist. Immunoprecipitation experiments showing that Gγ2 
subunits could be co-immunopurified with Kir3.1 subunits corroborated the constitutive 
association of the channel and the Gβγ dimer (Figure 2B). On the other hand, pre-exposure to 
DPDPE failed to modify the amount of Kir3.1-Gγ2 complex recovered. Thus, taken together, 
the data characterizing Kir3/Gβγ subunits interaction are consistent with a scenario in which 
receptor activation does not necessarily change the total amount of complexes that are present 
in the cell, but imposes conformational changes at the Gβγ-Kir3.1 interface.  
 
Activation of DORs does not modify their interaction with the channel, but evokes 
conformational rearrangements at the receptor Gβγ interface   
Results from the previous section indicate that DOR, Gβγ and Kir3 channel subunits 
associate in a constitutive complex whose components remain together despite conformational 
changes that occur during early stages of signal transduction. To further characterize how 
receptor activation modified interactions among these different complex components we used 
a range of DOR ligands and assessed BRET changes from a variety of conformational vantage 
points within the signaling complex.    
In a first series of experiments, we assessed whether ligands other than DPDPE could 
modify BRET at the Kir3.1-Luc/DOR-YFP BRET pair.  These included drugs classified as 




(TICP) and neutral antagonists (naloxone and naltrindole) for DOR [40, 51, 335]. As shown in 
Figure 3A, none of the ligands tested significantly modified the basal BRET signal generated 
by this BRET pair. To rule out that the absence of response might have been caused by the 
location of BRET tags, experiments were repeated using a pair in which donor and acceptor 
positions were switched (DOR-Luc/Kir3.1-GFP; Figure 3B) and another pair in which the 
donor was placed at the C-terminal end of the Kir3.2 subunit (Kir3.2-Luc/DOR-YFP; Figure 
3C). Except for TIPP (Figure 3C), ligand-induced BRET changes did not attain significance 
and were not efficacy-related, implying that ligand-encoded conformational information is not 
transferred to the channel via this interaction.  
Since three different BRET pairs failed to reveal direct transfer of conformational 
information between the receptor and the channel, we sought alternative sources for 
information transfer. We had previously established that DOR activation modified the 
interaction of the receptor C-terminus with Gα and βγ subunits in the absence of channel 
effectors [230]. To determine whether this was also the case when Kir3 channels were present, 
we assessed if the same DOR ligands that were without effect at the DOR-channel interface, 
could modify the transfer of energy between DOR and Gβγ subunits. To do so, cells were 
transfected with a BRET pair constituted by DOR-Luc/YFP-Gγ2, together with the 
Kir3.1/Kir3.2 and complementary GαoA and Gβ1 subunits. As shown in Figure 3D, DOR 
activation (2 min) by different ligands induced a concentration-dependent increase in energy 
transfer. Simultaneous fitting established that the dose response curve generated by SNC-80 
resulted in a greater Emax value than that generated by DPDPE (p<0.0001; n=4). Further, 
Emax values for both these agonists were larger than those observed for UFP512 and 




for TIPP, naltrindole and TICP, while the Emax for TICP was higher than the one determined 
for naloxone (p<0.05; n=4). Thus, the resulting rank order of magnitude for BRET changes 
observed at the DOR-Luc/YFP-Gγ2 pair was: SNC-80 > DPDPE > UFP512 = morphine ≥ 
TIPP ≥ Naltrindole = TICP > Naloxone.  
 
Ligand-induced conformational rearrangements at the DOR-Gβγ interface are 
correlated with those observed at a BRET pair assessing Gβγ interaction with channel 
subunits  
 DOR activation modified the relative positioning of the receptor C-terminus with 
respect to Gγ2 but not with respect to Kir3 subunits, suggesting that the Gβγ dimer could be 
the mobile species among all three interacting partners. Therefore, we next examined if and 
how DOR activation modified Gβγ interaction with other complex components. We first 
monitored Gβγ movement from two different vantage points within the cytosolic portion of 
the channel: the C-termini of Kir3.1 and Kir3.2 subunits. Figure 4A shows that DOR ligands 
produced a concentration-related increase in the BRET signal generated by the Kir3.1-
Luc/YFP-Gγ2 pair, indicating that the free end of the Gβγ dimer was drawn closer to the C-
terminus of these Kir3 subunits. Comparison of Emax values from the different dose-response 
curves revealed the following rank order: SNC-80 > DPDPE ≥ UFP512 ≥ morphine ≥ TIPP ≥ 
Naltrindole = TICP > Naloxone (SNC-80 vs DPDPE p< 0.0001; DPDPE vs morphine p < 
0.05; TICP vs Naloxone p = 0.05; n=4). DOR activation by different agonists also induced 
concentration-dependent BRET changes at the Kir3.2-Luc/YFP-Gγ2 interface (Figure 4B), 
with the magnitude of Emax values displaying the following rank order: SNC-80 > DPDPE = 




0.0001; DPDPE vs naloxone p < 0.05; n=3). Ligand-dependent BRET changes at both 
interfaces were correlated (Figure 4C), which is consistent with the notion that Gβγ 
repositioning with respect to either channel subunit correspond to similar phenomena. The 
idea the Gβγ dimer was the mobile species contributing to BRET changes at its interaction 
with the receptor and channel subunits is further supported by two observations: ligand 
potency to produce conformational changes at the Gβγ/DOR and Gβγ/Kir3 interfaces were 
correlated (Figure 4D) as were Emax values for BRET changes observed at both interfaces 
(Figure 4E).  
 
Agonist-evoked conformational rearrangements at the Gβγ/channel interface 
require the proximal portion of the C-terminal domain of Kir3.1 subunits 
Gβγ binding sites have been mapped to proximal and distal portions of the C-terminal 
end of Kir3 subunits [336, 337]. While the most distal sites are unique to Kir3.1 subunits 
[336], more proximal residues within βD-βE and βL-βM strands have been identified as 
critical for Gβγ-mediated activation of different Kir3 subunits, including Kir3.1 [338, 339]. To 
determine the relative contribution of proximal C-terminal regions to the dynamics of DOR-
mediated channel activation, we generated Kir3.1 donor BRET constructs lacking βD-βE and 
βL-βM strands together with connecting residues (Kir3.1-RLuc183-342). Membrane expression 
of wild-type and mutant constructs was first assessed as a prelude to their use in BRET 
experiments. To do so wild type and mutated Kir3.1 BRET donors were co-transfected with 
DORs bearing the Flag epitope at the N-terminus (Flag-DOR) as well as with GαoAβ1γ2 and 
Kir3.2 subunits. Receptors present at the cell surface were labeled by antibody feeding of live 




the cells and exposing them to anti-Luc antibody. Figure 5A shows that when co-expressed 
with Kir3.2 subunits, Kir3.1-Lucwt constructs colocalized with membrane DOR. However, 
expression of Kir3.1-Lucwt constructs in the absence of Kir3.2 subunits resulted in intracellular 
retention of Kir3.1-Lucwt. Kir3.1-RLuc183-342 constructs were similarly retained within the 
intracellular compartment, despite co-expression with Kir3.2 subunits.  
Different Kir3.1-Luc constructs were then co-expressed together with YFP-Gγ2 and 
the corresponding signaling partners, to assess if the mutation disrupted channel/Gβγ 
interaction. The inset in Figure 5B shows constitutive BRET generated by Kir3.1-Lucwt in the 
presence and absence of Kir3.2 subunits. Despite the absence of Kir3.2 subunits, basal BRET 
generated by Gβγ and intracellular Kir3.1-Lucwt subunits was not different from that measured 
in Kir3.1-Lucwt/Kir3.2 channels that were adequately distributed. Consistent with its 
intracellular location, Kir3.1-Lucwt interaction with Gβγ was insensitive to DOR activation by 
DPDPE (Figure 5B, right panel), a hydrophilic, peptidic ligand that does not readily cross the 
cell membrane. In contrast, the hydrophobic, cell permeable agonist SNC-80 evoked a 
significant increase of the basal BRET signal (Figure 5B, left panel). Unlike intracellularly-
trapped wild-type constructs, the basal net BRET signal generated by the Kir3.1-RLuc183-
342/YFP-Gγ2 pair was lower than the one observed for the WT channel (Figure 5B; inset) and, 
more importantly, it was not modified by exposure to SNC-80 (Figure 5B, left panel). As 
above, DPDPE was also without effect in cells expressing the cytosolic Kir3.1-RLuc183-342 





DOR-evoked changes at the Gβγ/Kir3 subunit interface are concomitant with 
conformational rearrangements among GαoA/Gβγ subunits and predictive of ligand 
ability to induce channel currents 
Gα subunits are thought to modulate channel activity both through direct interaction 
with Kir3 subunits and by making Gβγ readily available in the proximity of channel subunits 
[326, 327, 334, 340]. We were therefore interested in characterizing whether DOR activation 
modified Gα interactions with different complex components. To address this question we 
expressed the GαoA99-Luc donor together with either of the following acceptors: DOR-YFP, 
YFP-Gγ2 or Kir3.1-YFP, as well as corresponding complementary signaling partners. We 
noted a specific (data not shown), constitutive BRET signal for GαoA99-Luc/DOR-YFP 
(BRETMax: 0.086 ± 0.006, n=5) and for GαoA99-Luc/YFP-Gγ2 (BRETMax: 0.135 ± 0.002, 
n=5) but not for the GαoA99-Luc /Kir3.1-YFP pair.  
In a second series of experiments, we assessed how two of the most efficacious 
agonists, SNC-80 and DPDPE, influenced GαoA interactions with other complex components. 
Neither of the agonists induced BRET at the GαoA/Kir3.1 interface where there was none 
detected in the absence of ligand. However, BRET changes observed at GαoA/DOR and 
GαoA/Gβγ interfaces indicated that DOR activation caused loop αA-αB in the helical portion 
of GαoA subunits to approach the receptor C-terminus and separate from the free end of Gβγ 
(Figure 6A). Moreover, BRET changes at the GαoA/Gβγ and Gβγ/Kir3.1 interfaces followed 
similar kinetics (Figure 6B), indicating that the conformational changes that separated Gβγ 
from Gα were concomitant with those that brought it into closer proximity of the channel. 
Indeed, Gβγ separated from GαoA in a two phase movement whose kinetics were not different 




Mutagenesis studies [63] and structural analyses [341] have shown that Kir3 
association with Gβγ subunits takes place at a surface that normally interacts with Gα 
subunits, known as the “hot spot”. For the “hot spot” to become available for effector 
interaction, Gα subunits must exchange GDP for GTP [342]. In keeping with this mechanism, 
ligand-induced BRET changes at the pair monitoring Gβγ/Kir3.1 interaction were sensitive to 
pertussis toxin (DPDPE-induced BRET changes in CTL cells: 0,022 ± 0,005 and in cells pre-
exposed to PTX: -0,002 ± 0,005; p< 0.01; n=6, unpaired t-test). Interestingly, and despite 
coordinated conformational rearrangements at the Gβγ interfaces with Gα and Kir3 subunits, 
we found no significant correlation between EC50 (Figure 6D, upper right panel) and Emax 
(Figure 6D, lower right panel) values obtained in GTPγS binding and in BRET assays 
assessing ligand-promoted conformational changes at the Gβγ/Kir3.1 interface. This 
dissociation between readouts of G protein activation and Gβγ interaction with the channel 
implies the possibility of effector responses being determined by ligand-specific structural 
determinants as much as GDP/GTP exchange by the Gα subunit.          
Finally, we assessed agonist ability to evoke peak channel currents. To do so, HEK293 
cells expressing the Kir3.1-Luc/YFP-Gγ2 pair, DORs and Kir3.2 subunits were studied using 
whole cell patch clamp. Transfected cells displayed characteristic basal currents (1122 ± 213 
pA; n=9) in presence of a high extracellular K+ concentration (140 mM). The stimulation of 
DOR by DPDPE induced an evoked current (-3593 ± 615pA; n=16) that could be blocked by 
pre-incubation with the antagonist naltrindole (1 μM) and disappeared upon agonist removal 
(Figure 7A). Other agonists like SNC-80, UFP512 and morphine (1 µM) also produced 
channel currents (7B and 7C). At this concentration peak currents produced by DPDPE were 




UFP512 and morphine. Although the magnitude of these currents was not correlated with 
Emax values of ligand-induced conformational changes, they are not incompatible with 
ligand-induced conformational changes observed at 1 µM concentration, where SNC-80 did 
not attain its maximal effect (Figure 4A and 4B). Independent of the latter, agonists that 
displayed highest potency and efficacy to induce conformational changes at the Gβγ/Kir3.1 
and Gβγ/Kir3.2 interfaces were also found to activate the channel, pointing to the predictive 
validity of the conformational changes captured by the Kir3/ Gγ2 biosensors as a rapid means 
for identifying ligands that activate Kir3 channels via GPCR activation.  
One of the prerequisites for establishing whether a biosensor can be reliably used in an 
assay with screening validity is its ability to confidently discriminate signal from background. 
The evaluation of the Kir3.1-Luc/YFP-Gγ2 BRET biosensor with respect to these parameters 
was done by means of a Z’ factor [343]. To obtain the latter we monitored basal and agonist-
induced netBRET readings over a period of 3 min (Figure 8). The Z’ factor was calculated as 






Although it is now well established that Kir3 channels, Gαi/o proteins and GPCRs may 
constitutively interact [144, 259, 263, 344], the way in which these interactions are modified 
during signal transduction remains to be fully elucidated. Biochemical and biophysical results 
obtained in this study confirmed and extended our previous observations by showing that 
DOR spontaneously associates not only with heterotrimeric G proteins [230] but also with 
Kir3.1 channel subunits. Additionally, Gβ1γ2 dimers associated with GαoA, Kir3.1 and Kir3.2 
subunits indicating that with the exception of GαoA, all signaling partners in the complex 
constitutively interacted with one another. Indeed, in keeping with previous reports we 
observed that GαoA interacted with the receptor and Gβγ subunits [212, 230] but obtained no 
evidence for its direct association to the channel. Previous studies had similarly reported that 
inactive Gα did not directly interact with Kir3.1/3.2 subunits [324, 344], and had proposed that 
this subunit associates with Kir3 channels via the Gβγ dimer [324]. On the other hand, nuclear 
magnetic resonance (NMR) studies have revealed a direct interaction between the switch 2 
region of GTP-bound Gαi3 and the αA helix of Kir3.1 subunits [326], suggesting that Gα and 
the channel may come into direct contact upon G protein activation. We did not find evidence 
for this type of reorganization since DOR stimulation by highly efficacious agonists failed to 
show BRET at the GαoA/Kir3.1 interface. However, since tagging of Gα subunits has been 
shown to interfere with the activation of Kir3 effectors [324], we cannot exclude that defects 
in Kir3 signal transduction might have prevented conformational changes between GαoA and 
channel subunits. In contrast, the BRET pair assessing GαoA99-Luc interaction with YFP-Gγ2 
revealed that DOR activation caused donor/acceptor moieties at the GαoA/Gβγ interface to 




GαoA/Gβγ interface followed similar 2 phase kinetics as rearrangements that repositioned Gβγ 
with respect to the channel. In addition, it was also established that similar to conformational 
changes undergone by heterotrimeric subunits [230], rearrangements between Gβγ and Kir3.1 
subunits were sensitive to PTX. This was evidenced by sensitivity of conformational 
rearrangements between Gβγ and Kir3.1 subunits to PTX. Thus, taken together these 
observations support a scenario where DOR activation promotes an initial conformational 
change that leads to nucleotide exchange by Gα, followed by a conformational alteration in 
Gβγ for its interaction with the channel.  
DOR agonists enhanced BRET at pairs assessing interactions between the receptor C-
terminus and Gβγ as well as GαoA subunits. The fact that these increases in energy transfer 
took place while the receptor C-terminus remained stationary with respect to channel subunits, 
suggests that ligand-evoked BRET changes at DOR interface with G protein components were 
most likely due to the displacement of heterotrimeric subunits and not the C-terminal domain 
of the receptor. This reasoning would imply that instead of actively participating in the 
transfer of conformational information from activated DORs, the C-terminus would be a 
bystander for rearrangements taking place within its proximity. Such an interpretation is 
consistent with NMR and crystallization studies of an activated β2AR-Gαsβγ complex, where 
the agonist-stabilized receptor was associated with Gα not via its C-terminus but through its 
second intracellular loop and transmembrane domains 5 and 6 [7, 316]. These studies also 
reported the absence of direct interaction between the receptor and Gβγ [7, 316], pointing to 
Gα as the initial relay for conveying conformational information from the receptor to the 
effector. Agonist-induced conformational changes that were captured by the different 




DORs have been previously shown to adopt agonist-specific conformations that 
distinctively interact with heterotrimeric G proteins [27, 230]. In particular, this was evidenced 
by the fact that ligand-induced BRET changes among DOR-Gαβγ complex components did 
not correlate with functional responses evoked at cyclase or ERK effectors (Audet et al, 2008). 
Here we compared ligand-induced structural rearrangements at the interface of the receptor 
with Gβγ subunits and that of the Gβγ dimer with Kir3.1 and 3.2 channel subunits. The data 
obtained revealed that different ligands induced correlated conformational changes at these 
interfaces. On the other hand, we found that Emax and EC50 values that described ligand 
tendency to induce nucleotide exchange by Gα subunits did not correlate with parameters 
describing agonist tendency to induce different conformational rearrangements nor the 
magnitude of channel currents produced by the different agonists. One possible interpretation 
to these observations is that effector responses (in this case magnitude of channel currents) are 
not only determined by ligand ability to promote GDP/GTP exchange, but by the unique set of 
conformational changes that each ligand imposes among complex components. However, 
although it is tempting to speculate that organization within a signaling complex allows 
channel subunits to be influenced by the conformational diversity of the ligand-receptor pair, 
we cannot exclude that mismatches between BRET and GTPγS binding data could have been 
related to the fact that the former were obtained in presence of overexpressed GαoAβ1γ2 
while the latter describe nucleotide exchange by endogenous G proteins. 
 On the other hand, conformational changes at either Gβγ/Kir3.1 or Gβγ/Kir3.2 
interfaces were predictive of whether a ligand could evoke channel currents, since drugs that 
displayed the highest potency and relative efficacy to modify BRET at these pairs were also 




biosensor that monitors Gβγ/Kir3 subunit interactions could prove a valuable screening tool 
for identifying GPCR ligands that are capable of modulating Kir3 channel function. To assess 
the reliability of this type of tool, we calculated a Z’ factor, as an indicator of biosensor ability 
to discriminate signal from noise [343]. The value obtained was well above the 0.5 limit that 
ensures robust screening capacity [343], further underscoring the potential of these 
conformational biosensors as a viable means for fast and precise screening of ligands that 
modulate Kir3 channel function via GPCRs. Importantly, although these biosensors may 
function as a screening tool, they do not necessarily represent conformational changes 
undergone by these signaling proteins in their natural neuronal environment.  
Mutagenesis and functional studies have identified leucine residues within βD-βE 
[339] and βL-βM strands [338, 345] as being essential for evoking Kir3 channel activation via 
GPCRs. Both of these strands have also been confirmed as direct binding sites for Gβγ 
subunits [341]. Based on these observations it was predicted that if the Kir3.1-Luc/YFP-Gγ2 
BRET pair did indeed capture conformational changes associated with GPCR-mediated 
activation of Kir3 channels, then removal of βD-βE and βL-βM strands (Kir3.1-RLuc183-342) 
should interfere with structural rearrangements as monitored by the Gβγ/Kir3 biosensor. This 
assumption was confirmed by showing that a highly efficacious agonist like SNC-80 failed to 
modify the basal signal produced by the Kir3.1-RLuc183-342/YFP-Gγ2 pair. Since the mutant 
construct did not reach the cell surface, it was first necessary to establish whether the lack of 
response was due to the mutation or to intracellular retention of the complex. To discriminate 
between the two possibilities SNC-80 was also tested on cells expressing the Kir3.1-
Lucwt/YFP-Gγ2 BRET pair together with all complex components except for Kir3.2 subunits. 




[125], Kir3.1-Lucwt constructs remained trapped in the intracellular compartment when Kir3.2 
subunits were absent. We have previously shown that different complex components associate 
early during synthesis [133], and that such complexes respond to cell-permeable agonists 
without reaching the cell surface [263]. In keeping with these observations the membrane-
permeable agonist SNC-80 enhanced energy transfer in cells in which the Lucwt/YFP-Gγ2 pair 
was retained intracellularly while the membrane-impermeable agonist DPDPE was without 
effect. Thus, despite being able to evoke a conformational change at intracellular Kir3.1Lucwt 
constructs, SNC-80 failed to modify BRET between YFP-Gγ2 and Kir3.1-RLuc183-342 mutants 
that were also retained intracellularly. This deficient response cannot be attributed to lack of 
Gβγ interaction with the mutant channel subunit since, despite being reduced with respect to 
the spontaneous BRET signal generated by normally distributed channels, the Kir3.1-RLuc183-
342/YFP-Gγ2 pair also displayed basal energy transfer. We therefore conclude that a biosensor 
in which Kir3.1 subunits lack βD-βE and βL-βM strands loses its ability to adequately respond 
to GPCR stimulation. Further, the observed reduction in spontaneous BRET is not only 
consistent with previous reports showing that leucine residues within βD-βE and βL-βM 
strands help determine basal currents [337], but it also supports the idea that these channel 
regions contribute to an optimal constitutive interaction between Gβγ and Kir3.1 subunits.   
In conclusion, data obtained in this study provide evidence that DOR, G proteins and 
Kir3 channel subunits form a signaling complex whose integrity is maintained in the early 
stages of signal transduction. Despite multiple interactions among different components, 
conformational information encoded by agonist binding to the receptor was relayed to the 
channel via a specific route of structural rearrangements which involved repositioning of 




particular, the occurrence of measurable conformational changes at BRET pairs assessing Gβγ 
interaction with Kir3 subunits was predictive of ligand ability to evoke channel currents and 
could function as a conformational biosensor to screen for GPCR ligands that induce Kir3 
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Figure 1. Kir3.1 subunits constitutively and specifically associate with DORs. 
 (A) Titration assays were performed in HEK293 cells transfected with increasing 
concentrations of DOR-YFP or CD8-YFP and a fixed amount of Kir3.1-Luc, together with 
untagged Kir3.2 channel subunits and the Gαoβ1γ2 heterotrimer. Results correspond to a 
representative example of 3 independent experiments carried out in duplicate (means of 
duplicates are shown). BRET measures were taken in absence or presence of DPDPE (10 µM; 
2 min). Inset: competition assay in which a fixed amount of the Kir3.1-Luc/DOR-YFP pair 
was co-expressed with the same complementary signaling partners as indicated above, plus 
increasing amounts of Kir3.1-Flag or ACII. Data correspond to the means obtained in one 
experiment carried out in triplicate (means of triplicates are shown). Western blot shows 
expression of ACII at increasing levels of transfection. (B) HEK293 cells were transiently 
transfected to express the indicated proteins and exposed or not to DPDPE (10 µM, 2min). At 
the end of treatment cells were washed, lysed and Flag-DORs immunopurified. Resulting 
products were separated by SDS-PAGE and Kir3.1-Luc subunits recovered with the receptor 
were revealed by immunoblot. Inset: shows proteins present in cellular lysates before 
immunopurification. (C) Histograms show results obtained by compiling densitometric 
measures of 4 co-immunoprecipitation experiments. Data were normalized to the mean of the 
Kir3.1-Luc/Flag-DOR ratio observed in non-stimulated controls. Statistical comparison of 






Figure 2. Kir3.1 subunits constitutively and specifically associate with the obligatory 
Gβγ dimer. (A) Titration assays to monitor the in cellulo interaction between Kir3.1 and the 
Gβ1γ2 dimer were performed by transfecting cells with the Kir3.1-Luc donor and increasing 
amounts of the acceptor YFP-Gγ2 together with DOR, Kir3.2 and GαoAβ1 subunits. Results 
correspond to a representative example of 3 independent experiments carried out in duplicate 
(means of duplicates are shown), in absence or presence of DPDPE (10 µM; 2 min). Inset: 
shows the lack of effect of DPDPE in cells that were transfected in the same way as above 
expect for the absence of DOR. Data correspond to the means obtained in one of two 
independent experiments carried out in triplicate. (B) HEK293 cells were transiently 
transfected to express the indicated proteins and treated or not with DPDPE (10 µM, 2min) as 
indicated. Kir3.1-Flag subunits were immunopurified, the resulting products were separated 
by SDS-PAGE and YFP-Gγ2 purified with channel subunits was revealed by western blot. 
Inset: shows proteins present in cellular lysates before immunopurification. (C) Histograms 
show results obtained by compiling densitometric measures of 3 independent experiments. 
Data were normalized to the mean of the YFP-Gγ2/Flag-DOR ratio observed in non-
stimulated cells. Statistical comparison of immunoreactivity ratios was done by paired 
Student’s t-test and results are shown on the figure. 
 
Figure 3. DOR stimulation did not modify receptor interaction with Kir3.1/3.2 
channel subunits, but induced conformational rearrangements between receptor and the 
Gβ1γ2 dimer. HEK293 cells were transfected with the indicated BRET pairs together with 
untagged signaling partners in order to assess DOR interaction with Kir3 (A-B) or Gγ2 (D) 




ligands (10 µM; 2 min) and results were expressed as the difference between these readings, 
corresponding to mean ± SEM of 3-7 independent experiments. Statistical comparisons for 
each BRET pair were carried out on net BRET values using repeated measures one-way 
ANOVA followed by Bonferroni posthoc test for multiple comparisons. * p< 0.05 indicates 
significance as compared to untreated controls. Spontaneous net BRET for the Kir3.1-
Rluc/DOR-YFP pair: 0.042 ± 0.002 (n=3). Spontaneous net BRET for the DOR-Rluc/Kir3.1-
GFP pair: 0.032 ± 0.002 (n=5). Spontaneous net BRET for the Kir3.2-Rluc/DOR-YFP pair: 
0.087 ± 0.003 (n=7). (D) Drug ability to modify DOR-Luc/YFP-Rluc interaction was assessed 
in dose response curves. Results were normalized to the maximal effect observed for SNC-80 
and correspond to mean ± SEM of four experiments. Curves were compared by two way 
ANOVA which revealed an effect of drug (p<0.0001) and concentration (p<0.0001) as well as 
an interaction (p<0.0001). Subsequent comparison by simultaneous curve fitting yielded the 
rank order of Emax values detailed in the text.  Spontaneous net BRET for the DOR-Luc/YFP-
Rluc pair: 0.106 ± 0.013 (n=4). 
 
Figure 4. DOR stimulation induces BRET changes between Gβγ and channel 
subunits. HEK293 cells were transfected with the indicated BRET pairs and untagged 
signaling partners in order to evaluate Gβγ interactions with Kir3.1 (A) or Kir3.2 (B) channel 
subunits. BRET measures were taken in absence or presence of increasing concentrations of 
indicated DOR ligands, and ligand-induced BRET changes were normalized to the maximal 
effect observed for SNC-80. Results correspond to mean ± SEM of 3-4 experiments. Curves 
generated by different ligands were compared by two way ANOVA, revealing an effect of 




interactions. Subsequent comparison by simultaneous curve fitting yielded rank order of Emax 
values as detailed in text (C) Correlation of Emax values for ligand-induced BRET changes at 
Kir3.1-Rluc/YFP-Gγ2 vs Kir3.2-Rluc/YFP-Gγ2. Correlation of EC50 (D) and Emax (E) 
values for ligand-induced BRET changes at pairs assessing Gβγ interaction with DOR (DOR-
Luc/Gγ2-YFP) and Kir3.1 subunits (Kir3.1-Luc/Gγ2-YFP).  
 
Figure 5. Agonist-evoked conformational rearrangements at the Gβγ-channel 
interface require the proximal portion of the C-terminal domain of Kir3.1 subunits.  
(A) HEK293 cells were transfected with wild-type or mutant Kir3.1-Luc constructs 
together with Flag-DORs and GαoAβ1γ2 subunits. Kir3.2 subunits were included or not in the 
transfection as indicated. On the day of the experiment, cells were incubated in vivo (30 min) 
with primary antibody to label surface Flag-DOR following which they were washed, fixed 
and permeabilized before exposing them to anti-Luc antibody to label Kir3.1-Luc constructs. 
Immunoreactivity was then revealed using secondary antibodies conjugated either to Alexa467 
(red channel; Flag-DOR) or Alexa488 (green channel; Kir3.1-Luc). (B) HEK293 cells were 
transfected with the indicated Kir3 subunits together with YFP-Gγ2, GαoAβ1 and DORs. On 
the day of the experiment, cells were exposed to vehicle, SNC-80 (left panel) or DPDPE (right 
panel) (2 min; 10 µM). Results are expressed as the difference between BRET measures 
obtained in presence and absence of agonists and correspond to mean ± SEM of 5-8 
experiments. Statistical analyses for SNC-80 (left panel) effects on Kir3.1-LucWT/YFP-Gγ2 
interaction were done on net BRET values by means of two-way ANOVA. Comparisons 
among cells expressing or not Kir3.2 subunits showed an effect of drug (p<0.05; but no effect 




SNC-80 on Kir3.1-LucWT vs Kir3.1-RLuc183-342 constructs, showed an effect of mutation 
(p<0.0001; n=7). Comparison of net BRET values for experiments carried out in presence or 
absence of DPDPE (right panel) revealed an effect of Kir3.2 (p<0.01; n=7) and analysis of net 
BRET values for Kir3.1-LucWT vs Kir3.1-RLuc183-342 constructs also showed an effect of 
mutation for this ligand (p<0.0001; n=7). BRET changes induced by the two agonists across 
different Kir3 constructs were compared by one way ANOVA with Bonferroni correction, and 
results are shown on the figure. Inset: shows basal net BRET values in cells transfected with 
different Kir3.1/3.2 combinations. Results correspond to mean ± SEM of non-stimulated 
values from experiments described above (n=7-13). Statistical comparisons were done using 
one-way ANOVA followed by Dunnet posthoc test. 
  
Figure 6. DOR-induced conformational changes between Gβγ and Kir3.1 channel 
subunits are associated with conformational rearrangements among GαoA/Gβγ subunits. 
(A) HEK293 cells were transfected with the indicated BRET pairs and untagged signaling 
partners in order to evaluate GαoA interaction with DOR and the Gβγ dimer. BRET measures 
were taken in presence or absence of DPDPE or SNC-80 (10 µM; 2 min). Results were 
expressed as the difference between measures obtained in presence and absence of ligand and 
correspond to mean ± SEM of 5 experiments. Statistical comparisons for each BRET pair 
were carried out on net BRET values using repeated measures one-way ANOVA followed by 
Dunnett posthoc test. * p<0.05; *** p<0.001 as compared to untreated controls. (B) HEK293 
cells were transfected as indicated, and BRET kinetics were obtained at room temperature 
using a Mitras plate reader with automatic injector. SNC-80 injection is indicated by a black 




three experiments. Slow and fast t1/2 values for each interaction were compared by non-paired 
t-test and appear in the inset. (C) HEK293 cells stably expressing Flag-DOR were exposed to 
the indicated ligands to determine [35S]GTPγS binding. Left panel: Results are expressed as 
fold change with respect to basal binding and correspond to mean ± SEM of 2-3 experiments 
carried out in triplicate (naloxone n=2; rest n=3). Curves were compared by two way 
ANOVA, revealing an effect of drug (p<0.0001) and concentration (p<0.0001) as well as an 
interaction (p<0.0001). Right panel: Correlation of EC50 (above) and Emax (below) values 
for ligand-induced GTPγS binding and BRET changes at the pairs assessing Gβγ interaction 
with Kir3.1 subunits (Kir3.1-Luc/Gγ2-YFP). 
 
 Figure 7. Ligands that induce conformational rearrangements at the biosensors 
monitoring Gβγ interaction with channel subunits also induce whole cell currents. HEK293 
cells transfected with the Kir3.1-Luc/Gγ2-YFP pair DOR and Kir3.2 were studied using whole 
cell patch clamp voltage clamped at 100 mV. (A) The presence of a basal current was 
determined by incubating cells in a high K+ solution (140 mM). Addition of the agonist 
DPDPE (1 µM) evoked a current that returned to basal values upon removal of the agonist. 
Pre-incubation with the antagonist naltrindole (1 µM) blocked currents induced by DPDPE. 
(B) Individual traces of whole cell currents induced by different agonists. DPDPE was used to 
determine functional channel current in each cell, and traces for all agonists were normalized 
to the maximum current produced by DPDPE. (C) Agonist-evoked whole cell currents (1 µM) 
were normalized to DPDPE and results expressed as % of maximal response induced by this 
agonist. Values represent mean ± SEM of 3 experiments. Statistical comparisons were done by 





Figure 8. The Kir3.1-Rluc/YFP-Gγ2 biosensor reliably discriminates signal from 
noise with a Z’ value of 0.686. HEK293 cells were transfected Kir3.1-Luc  subunits together 
with YFP-Gγ2, Gαoβ1 and DORs. On the day of the experiment cells were exposed to SNC-
80 (10 µM) or vehicle (DMSO) and 48 alternate readings were obtained for each condition. 
Values for the Z’ factor were calculated as described in experimental procedures. Full lines 
represent mean reading and broken lines represent the variability for basal and stimulated 
conditions.   
 
Figure 9. Schematic representation of conformational rearrangements undergone by 
different complex components upon DOR activation by an agonist. Biosensors assessing 
interactions between DORs, GαoAβ1γ2 and Kir3.1/3.2 subunits revealed the spontaneous 
association of these proteins within a multimeric array. In the non-stimulated complex the 
receptor C-terminus was within a distance of 100 Å of the C-terminal end of Kir3 subunits, the 
N-terminus of Gγ2 and position 99 in the αA-αB loop of GαoA subunits. Upon stimulation by 
an agonist, DORs and Kir3 C-termini underwent minimal displacement with respect to one 
another, but the tag at the N-terminal domain of Gγ2 approached these two regions. This 
rearrangement was paralelled by Gγ2 separation from the helical domain of GαoA which, in 
turn, moved closer to the C-terminal tag on the receptor. No basal or ligand induced transfer of 


































































   
       




    
       






   
      








3.2 Deuxième publication 
Kir3 Channels Undergo Arrestin-Dependant Internalization Following 
Delta Opioid Receptor Activation 
 
Karim Nagi, Iness Charfi and Graciela Pineyro. 
 
Cellular and Molecular Life Sciences, (2015). In press 
 
 
3.2.1 Introduction et mise en contexte du deuxième article 
 Nous avions démontré dans l’article précédent que le récepteur DOR forme un 
complexe constitutif avec le dimère Gβγ et le canal Kir3.1/Kir3.2 à la membrane et que ce 
complexe ne se défait pas même après une stimulation aigue du récepteur par un agoniste 
complet. D'une manière intéressante, plusieurs données indiquent qu'une stimulation soutenue 
du DOR induit son internalisation [27, 278, 317]. Cela voudrait indiquer que si le canal Kir 
serait toujours capable de maintenir son interaction avec le récepteur stimulé d'une manière 
prolongée, on s'attendrait à ce que le canal Kir soit internalisé avec DOR.  
Pour explorer toutes ces possibilités, le présent article s'intéressera plutôt à la régulation du 
complexe DOR/Kir et au destin de ses interactions protéine-protéine après une stimulation 
soutenue du récepteur avec les agonistes DOR. Après tout, il est largement admis que la 
régulation dynamique de la disponibilité des canaux Kir3 à la membrane offre un moyen 
puissant pour moduler leur activité [346]. Néanmoins, de nombreuses études ont caractérisé 
l'adressage des canaux Kir3 vers la membrane [125, 347, 348]. Cependant, l'identification des 
voies intracellulaires responsables de retirer les canaux à partir de la surface cellulaire reste 
une question ouverte qui nécessite d'être élaborée d'une manière plus approfondie. Nous avons 
commencé à répondre à ces questions en évaluant, par les techniques de BRET et co-ip 
utilisées dans l’article précédent, la stabilité des interactions protéine-protéine entre les 
composants du complexe DOR/Kir3 après 30 min de stimulation avec un agoniste complet du 
récepteur DOR. Les résultats montrent que le complexe adopte une certaine conformation 
après une stimulation aigue et que ce dernier maintient toujours son intégrité mais change pour 
une nouvelle conformation suite à une stimulation prolongée. Cette nouvelle conformation 




les composants du complexe induisant ainsi l'internalisation simultanée du récepteur DOR et 
du canal Kir3 via un mécanisme clathrine et dynamine-dépendant. Cette étude permet 
d'identifier une nouvelle façon de moduler la disponibilité des canaux Kir3 à la membrane et 
attribue un nouveau rôle pour la βarr dans la régulation des effecteurs canoniques des RCPG, 
d'où sa pertinence.  
 
Contribution: Dans cette étude, j'ai conçu et réalisé les expériences de toutes les figures sauf 
l'inset de la figure 5C (réalisé par Iness). De plus, j'ai analysé les résultats et rédigé le 
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 Kir3 channels control excitability in the nervous system and the heart. Their surface 
expression is strictly regulated but mechanisms responsible for channel removal from the 
membrane remain incompletely understood. Using transfected cells, we show that Kir3.1/3.2 
channels and delta opioid receptors (DORs) associate in a complex which persists during 
receptor activation, behaving as a scaffold that allows beta-arrestin (βarr) to interact with both 
signaling partners. This organization favored co-internalization of DORs and Kir3 channels in 
a βarr-dependent manner via a clathrin/dynamin-mediated endocytic path. Taken together, 
these findings identify a new way of modulating Kir3 channel availability at the membrane 





















 Kir3 channels control neuronal excitability in response to G-protein coupled receptor 
(GPCR) activation and their surface expression is strictly modulated both, constitutively and 
dynamically. Primary sequence determines the ability of Kir3 subunits to interact with sorting 
[1-3] or scaffolding proteins [4] that control channel export to the membrane, their presence at 
the synapse and their capacity to respond to G proteins. Kir3 subunits may also be 
dynamically regulated either via their own phosphorylation or that of the activating GPCR 
[5,6]. Thus, phosphorylation of Kir3 subunits was shown to influence activation kinetics [7] 
and channel export to the membrane [8] while GABAB receptor phosphorylation was 
associated with poor membrane recycling of associated channel subunits [5,6,9]. GABAB 
receptors do not internalize upon phosphorylation but most Kir3-activating receptors do 
[10,11], raising the question of whether Kir3 subunits could follow. To investigate this 
possibility, we monitored Kir3 channel trafficking upon delta opioid receptor (DOR) 
activation. Working with transfected cell lines and neurons we found that DORs and 
Kir3.1/3.2 subunits formed signaling complexes that maintained their integrity over prolonged 
receptor stimulation. Over this same period, βarr2 associated with receptors and channels 










Materials and Methods 
DNA constructs 
 Plasmids encoding murine DORs tagged with YFP at the C-terminus [11], human 
Kir3.1 subunits bearing Rluc or GFP at the C-terminus, DOR-Rluc constructs and GαoA 
subunits tagged with the donor (Rluc II) at position 99 of the helical domain have been 
previously described [12,13] as have constructs consisting of YFP fused at the N-terminus of 
human Gγ2 and the C-terminus of CD8 or βarr2 tagged with Rluc at its C-terminal end [14]. 
Native human Kir3.1 and Kir3.2 subunits, Kir3.1 subunits bearing Flag at position 114 as well 
as HA-F prostanoid receptor were kindly provided by Dr Terence Hébert (McGill University). 
Murine DORs tagged with the Myc-epitope at the N-terminus was a generous gift of Dr Louis 
Gendron (University of Sherbrooke) and HA-CXCR4 was a generous gift of Dr Nikolaus 
Heveker (University of Montreal).  
 
Cell culture and transfections 
 Immortalized cell lines.- Human embryonic kidney 293 (HEK293) cells were cultured 
in DMEM supplemented with 10% fetal bovine serum, 2 mM L-glutamine, 100 unit/ml 
penicillin-streptomycin, at 37°C in a humidified atmosphere at 95% air and 5% CO2. For 
transient expression of recombinant proteins, HEK293 cells were seeded at a density of 4.2 x 
106 cells in 100 mm Petri dishes, cultured for 24 h, and transfected with vectors encoding 
BRET constructs for Kir3, DORs, G-protein subunits, or βarr2 in combination with 
complementary signaling partners, as detailed below. Transfections were done with 




Primary neuronal cultures.- Cultures were prepared from rat postnatal prefrontal cortex (P0-
P2) using a previously described method [11] and transfected with indicated constructs by 
means of a modified calcium phosphate transfection protocol [14]. In experiments assessing 
DOR colocalization with Kir3 channels, cells were transfected with Flag-Kir3.1/Kir3.2 and 
myc-DOR constructs. In experiments in which siRNA was used, rat βarr2 or scrambled siRNA 
(Dharmacon) were transfected with lipofectamine 24 hs after the constructs at a concentration 
of 100 pmol/35mm dish. For visualization of channel or receptor colocalization with βarr2, 
cells were transfected either with Flag-Kir3.1/Kir3.2, untagged DORs and βarr2-Rluc 
(βarr2/Kir3 colocalization) or Flag-DOR, untagged Kir3.1/Kir3.2 and βarr2-Rluc (βarr2/DOR 
colocalization). 
 
Experiments were performed two days after transfection using a protocol to specifically label 
proteins present at the membrane [11,14]. Flag-Kir3.1 subunits and Myc-DORs were 
simultaneously labeled using rabbit anti-Flag M1 (1:100; Sigma) and mouse anti-Myc 
antibodies (1:200; Covance) added to the incubation medium of live neurons at 37oC [11]. 30 
min after their introduction, cells were exposed to the DMSO 0,01% (this condition was 
labeled “control”), SNC-80 (1 µM) or morphine (1 µM) as indicated in figures. Following 
treatment, neurons were washed three times with ice-cold phosphate-buffered saline (PBS) 
and fixed with 4% PFA before being permeabilized (surface + intracellular labeling) or not 
(surface labeling) with in PBS/0.1%Triton. Nonspecific sites were blocked with PBS/BSA 1% 
(10 min at RT), and neurons were then exposed to second antibodies (Goat anti-Rabbit 
ALEXA 488; 1:1000; Invitrogen) and (Goat anti-Mouse ALEXA 594; 1:1000; Invitrogen), to 




META confocal microscope. When clathrin (Pitstop 2, Abcam; 15 µM) or dynamin 
(Dynasore, Sigma; 80 µM) inhibitors were used, they were respectively introduced 10 or 20 
min before agonists, and were washed away before the latter were added. In experiments 
assessing Flag-Kir3.1/3.2 channel colocalization with HA-CXCR4 or HA-PF receptors were 
labeled with mouse anti-HA antibody (1:300; Sigma) and second antibodies as above. Since 
permeabilization reduced membrane labeling as compared to non-permeabilized cells, receptor 
and channel removal from the cell surface was inferred by monitoring increases in their 
intracellular immunoreactivities. Mean cytosolic labeling intensity was quantified using 
ImageJ according to a previously described method [14]. Briefly, for each neuron soma in the 
slide, we established a perimeter delimited by the inner surface of membrane 
immunoreactivity and measured integrated fluorescence intensity present within this perimeter 
but outside the nucleus. Values resulting from this computation were divided by the area 
comprised between nuclear and inner membrane perimeters of the cell to yield mean cytosolic 
intensity. Nuclear fluorescence was considered as the background, and its mean intensity 
subtracted from the quotient described above.  
 In experiments assessing channel and receptor colocalization with βarr2-Rluc, cells 
expressing Flag-Kir3.1/Kir3.2 + DOR + βarr2-Rluc or Flag-DOR+ Kir3.1/Kir3.2 + βarr2-Rluc 
were incubated with rabbit anti-Flag antibody (1:100; 37oC; 30 min) to label receptors or 
channels and then treated with morphine or SNC-80 as described above. After treatment cells 
were fixed, permeabilized and blocked before introducing mouse anti-Rluc antibody (1:100; 
Millipore). Cells were then washed three times with PBS and incubated with PBS/BSA 1% 
(10 min at RT) before exposure to same second antibodies as above. In order to maintain a 




receptor, green to Kir3 subunits and blue for βarr2-Rluc. Finally, line scans were carried out 
using the ImageJ plot profile function. 
 
BRET assays  
 All BRET assays were performed in HEK293 cells. To monitor interactions between 
DORs, Kir3 channel subunits and heterotrimeric G proteins (GαoAβ1γ2), we first completed 
titration assays which allowed to determine the specificity of association among different 
interaction partners [16-20]. To do so, a fixed amount of the donor-tagged (Rluc) construct 
was co-transfected with increasing amounts of the corresponding interaction partner bearing 
the acceptor (YFP or GFP). Untagged complementary signaling partners were also included in 
amounts to ensure that donor availability was the limiting factor for complex formation. 
Donor-acceptor levels were monitored by direct measurement of total fluorescence and 
luminescence on transfected cells as detailed elsewhere [21]. DNA ratios corresponding to the 
beginning of the saturation plateau were subsequently used for single point assays [12]. 
Amounts of DNA constructs transfected in the different experiments are shown in 
Supplementary Table 1. Two days after transfection, HEK293 cells expressing different BRET 
pairs and accessory subunits (as indicated in figures) were exposed to vehicle or SNC-80 (1 
µM) for 30 min at 37°C. Treatment was stopped by washing cells with ice-cold phosphate-
buffered solution (PBS) following which they were transferred to 96 well plates at a protein 
concentration of 1.5 mg/ml (Optiplate; PerkinElmer Life Sciences). BRET1 measures were 
obtained in a Victor3 plate reader (PerkinElmer Life Sciences) 5 min after manual addition of 
coelenterazine h (Nanolight) and BRET ratios were determined by dividing the intensity of 




values were then corrected by subtracting the background signal (detected when Rluc-tagged 
constructs were expressed without acceptor) from the BRET signal detected in cells 
coexpressing both donor and acceptor constructs (Net BRET).  
 For assessing βarr2-Rluc recruitment to DOR-YFP or Kir3.1-GFP, BRET assays were 
conducted using a protocol that we had previously optimized for this purpose [14]. Briefly, 
HEK293 cells were transfected as indicated in Supplementary Table 1 and two days after 
transfection, cells were exposed to vehicle or SNC-80 (1 μM) for 30 min at 37°C. Treatment 
was stopped and BRET readings taken as above. BRET2 measures (βarr2-Rluc/Kir3.1-GFP) 
were obtained in a Envision plate reader (Perkin Elmer) 5 min after addition of coelenterazine 
DeepBlueC (Biotium) and BRET ratios were determined by dividing light emitted by GFP 
(500-530 nm) over the light emitted by Rluc (370-450 nm). 
 
Co-immunopurification and western blot analysis  
 This procedure was adapted from a previously described method [21]. Cells were 
transfected with Kir3.1-Rluc, YFP-Gγ2, GαoA together with Flag-DOR or cMyc-DOR as 
indicated. Two days after transfection cells were exposed to SNC-80 (1 µM; 30 min), or 
vehicle at 37°C and at the end of treatment they were washed with ice-cold PBS and 
immediately used for membrane preparation. Resulting gels were transferred onto 
nitrocellulose (GE Healthcare) and Gαo, YFP-Gγ2 and Kir3.1-Rluc recovered with Flag-DORs 
were revealed using respectively rabbit anti-Gαo (1:1000; Millipore), rabbit anti-GFP 
(1:10,000; Abcam), mouse anti-Rluc (1:1000; Millipore) antibodies, followed by 
corresponding secondary HRP-conjugated antibodies (1: 40,000; GE Healthcare). Flag-DORs 




Sigma) and the corresponding secondary antibody (1:40,000; GE Healthcare). 
Chemiluminescence detection reagents (GE Healthcare) were used to reveal the blotted 
proteins, and relative intensities of the labeled bands were analyzed by densitometric scanning 
using MCID (Imaging Research). Densitometric values were used to calculate Flag-
DOR/Gαo, Flag-DOR/YFP-Gγ2 and Flag-DOR/Kir3.1-Rluc ratios for each condition. 
 Western blots were also completed to assess βarr knock-down in siRNA experiments. 
Neurons transfected with βarr2 or scrambled siRNA were lysed in RIPA buffer (50 mM Tris-
HCL pH 7.4, 1% triton X100, 0.25% deoxycholic acid, 150 mM NaCl, 1 mM EDTA, 1 mM 
PMSF, 1 μg/ml Aprotinin, 5 µg/ml leupeptine, 5 µg/ml soybean trypsin inhibitor, and 10 
µg/ml benzamidine, 1 mM Na3VO4 and 1 mM NaF) for 90 minutes. Following centrifugation 
at 20,000 x g for 30 minutes, the supernatant containing membranes and cytosol was 
recovered. βarrs were revealed using an antibody (1:1000) kindly provided by Dr Stéphane 
Laporte (McGill University). Secondary anti-rabbit horseradish-conjugated antibody was used 
at 1:20.000 dilution (Amersham Biosciences, Piscataway, NJ, USA). The first antibody 
recognizes βarr1/2 but a single band was visible which disappeared in cells transfected with 
siRNA for βarr2. Nonetheless, we have interpreted knock-down data in terms of general βarr 
function, avoiding speculation with respect to βarr1/2 subtype specificity. 
 
ELISA-based assays 
 Measurement of surface-expressed Flag-tagged channels or receptors in HEK293 cells 
and quantification of their internalization was assessed using an ELISA based method adapted 





Colocalization analyses of confocal images  
 Analysis of βarr2-Rluc colocalization with DORs or with Kir3.1 subunits was 
performed using NIH ImageJ software (intensity correlation analysis plug-in) as previously 
described [23]. The product of differences from the mean PDM= (red intensity−mean red 
intensity)×(green intensity−mean green intensity) was calculated for each pixel after 
background removal. PDMs were then represented as pseudocolored images with a scale bar 
in which yellow and blue respectively indicate high and low co-localization. To aid 
visualization, surface plot profiles were created from PDM images, with higher peaks 
indicating stronger co-localization. The plug-in also provided Pearson’s correlation 
coefficients ranging between 0 and 1, where 1 indicates perfect correlation and 0 represents 
perfect exclusion. These coefficients were used for statistical comparisons of the degree of 


















DOR activation promotes internalization of Kir3 channel subunits. 
We first investigated whether DOR activation could cause Kir3 subunits to translocate 
to the intracellular compartment. For this purpose, primary cortical neuron cultures were co-
transfected with extracellularly tagged myc-DORs and Flag-Kir3.1 channel subunits (+ 
Kir3.2) and both species were specifically labeled at the membrane. In the absence of receptor 
stimulation, some intracellular immunofluorescence was evident (Fig. 1A permeabilized 
neurons) indicating that the two membrane-labeled species could translocate to the cytosol in 
the absence of ligand. Following exposure to SNC-80, intracellular labeling intensity was 
increased in a time-dependent manner both for receptors and Kir3.1 subunits (Fig. 1A-C; 
quantification at 60 min: DORBASAL: 6.79 ± 0.37, DORSNC-80: 31.73 ± 1.06, Kir3.1BASAL: 9.86 ± 
0.24, Kir3.1SNC-80: 30.99 ± 1.09). Interestingly, despite translocation, receptors and channels 
remained co-localized indicating that they both trafficked to the same post-endocytic 
compartment(s) (Fig. 1A-B). Moreover, in cells in which DORs were not expressed, SNC-80 
induced no channel translocation showing that channel trafficking was a DOR-mediated event 
(Fig. 1D and Supplementary Fig. 1).   
To further establish whether channel internalization was triggered by receptor 
activation, we determined if Kir3 subunit sequestration displayed similar pharmacological 
properties as other DOR-mediated responses. SNC-80 was previously shown to produce 
greater DOR internalization than a similar dose of morphine or ARM100390 [11,24], and this 
internalization could be blocked by an antagonist [25]. Pre-incubation with the antagonist 
naltrindole (30 min, 10 µM) abolished SNC-80-induced increases in DORs and Kir3 




activation drives Kir3 channel sequestration. DOR and Kir3 channel internalization by 
morphine (DORMOR: 20.53 ± 0.99, Kir3.1MOR: 23.27 ± 0.94) and ARM100390 (DORARM: 
21.95 ± 1.15, Kir3.1ARM: 21.33 ± 0.96) were also assessed (Fig. 2), and in both cases 
sequestration was less pronounced than for SNC-80 (Fig. 2B). Moreover, the proportion of 
receptors and channels that accumulated intracellularly was similar for all agonists 
(DOR/Kir3.1 ratioSNC-80: 1.7 ± 0.3; ratiomorphine: 1.5 ± 0.2; ratioARM: 1.9 ± 0.1; inset Fig. 2B), 
indicating that both membrane species internalized as a unit.  
We then sought to establish the specificity of these observations by assessing if other 
GPCRs could induce Kir3 channel internalization. Like DORs, CXCR4 receptors couple to 
Gαi/o [26], they internalize upon activation [10] and activate Kir3 currents in neurons [27]. 
We therefore assessed if CXCR4 and Kir3.1/3.2 channels co-internalized upon exposure to 
SDF-1α (200 nM; 60 min). CXCR4 receptors and Kir3 subunits both displayed ligand-
independent intracellular labeling (Fig. 3A). However, stimulation with SDF-1α at a 
concentration (200 nM; 60 min) that produces maximal CXCR4 sequestration [10] failed to 
induce channel sequestration (Fig. 3A and 3C). Kir3.1/3.2 subunits were also co-expressed 
with F prostanoid receptors (FPR) which couple to Gαq [28]. FPR stimulation by PGF2α (1 
µM; 60 min) increased intracellular labeling of the receptor but did not modify channel 
labeling (Fig. 3B and 3D). Taken together, these data indicate that overexpression of receptors 








DORs and Kir3.1/3.2 channels remain associated over the time course of receptor 
internalization. 
The previous section showed that DORs and Kir3 channels internalize as a unit. To 
evaluate if DORs and Kir3 subunits remained associated during this time lapse, we carried out 
Bioluminescence Resonance Energy Transfer (BRET) assays, but first verified if Kir3.1/3.2 
channels also underwent DOR-promoted internalization in the cellular background where 
BRET readings were obtained. We observed that in HEK293 cells, SNC-80 (1 µM) produced 
time dependent decrease in membrane labeling of both species, each attaining maximal 
internalization with similar half-lives (Supplementary Fig. 2). 
Then, to determine if channels and receptors remained associated within the time frame 
of sequestration we used BRET-based biosensors. The interactions that were monitored and 
donor-acceptor BRET pairs that were used for this purpose are shown in Fig. 4A. In a first 
approach, we used “titrations assays” in which a fixed amount of one of the protein of interest 
was tagged with the donor Rluc and was co-expressed with increasing amounts of the 
corresponding interaction partner labeled with the acceptor YFP (Fig. 4A). For the different 
pairs tested, increasing concentrations of the acceptor induced a progressive increase in 
spontaneous energy transfer until increments became minimal, corresponding to the 
theoretical situation in which all donor constructs are in close proximity of an acceptor [29]. 
This saturation behavior is typical of specific interactions as opposed to minimal and non-
saturated bystander BRET curves [29] generated by proteins that have similar distribution as 
the signaling partners of interest but do not associate into specific complexes (Supplementary 
Fig. 3). Thus, titration curves carried out in non-stimulated cells confirmed that: a) DORs 
constitutively and specifically associate with GαoA subunits, with the Gβ1γ2 dimer and with 




Kir3.1 channel subunits (Fig. 4A and Supplementary Fig. 3D) and c) GαoAβ1γ2 formed the 
expected heterotrimer (Fig. 4A and Supplementary Fig. 3E).  
HEK293 cells were then transfected with donor/acceptor pairs in amounts which 
produced maximal energy transfer in non-stimulated cells and were subsequently exposed to 
SNC-80 (1 µM) for 2 min or 30 min. Comparison of BRET values obtained in control cells 
and cells exposed to the agonist for 2 min indicated that during this short period, the transfer 
of energy between DOR and channel subunits was not significantly changed, it was reduced at 
the GαoA-Gβγ interface but increased at biosensors assessing DOR/GαoA, DOR/Gβγ and 
Gβγ/Kir3 channel interactions (Fig. 4B). From these changes and from the position of donor-
acceptor tags in each construct, it is possible to infer that after 2 min receptor stimulation 
DORs, the GαoGβ1γ2 heterotrimer and Kir3 channel subunits reorganized among themselves, 
but remained within the complex. Conformational changes underlying these initial BRET 
changes are represented in Supplementary Fig. 4A-B and further described in supplementary 
information section. Beyond this initial activation point, we saw that following 30 min 
exposure to SNC-80 (1 µM), the initial BRET increase between receptors and channels was 
not reduced but rather moderately enhanced (Fig. 4B), implying that both signaling partners 
remained associated over sustained DOR activation. In contrast, BRET increases that were 
initially observed at Gβγ/Kir3 and Gβγ/DOR interfaces decreased, though the reduction did 
not go below values observed in non-stimulated cells (Fig. 4B), implying that Gβγ remained as 
integral part of the DOR-Kir3 complex. Observations for GαoA were quite different since the 
initial BRET increase at the GαoA/DOR interface was replaced by a significant reduction 
(Fig. 4B), arguing that the energy transfer between the C-terminal end of the receptor and the 
helical domain of GαoA was reduced beyond its initial resting position. Energy transfer at the 




BRET signal was detected at the GαoA/channel interface, making spectroscopic data 
insufficient to conclude whether GαoA actually dissociated from the complex or not. Co-
immunopurification assays carried out in control cells and in cells pre-exposed to SNC-80 (1 
µM; 30 min) helped clarify this issue (Fig. 4C-D), indicating that the amount of GαoA 
recovered with the receptor was higher following exposure to SNC-80 than in controls. Thus, 
taken together, biochemical and spectroscopic data indicate that complex components not only 
remained associated during sustained receptor activation, but that the stability of GαoA 
association to other complex components was enhanced by conformational changes that took 
place over this time frame. Supplementary Fig. 4C and supplementary information describe 
putative conformational reorganizations that support BRET changes induced by sustained 
activation of the receptor with SNC-80.  
 
βarr is recruited to Kir3.1/3.2 channel subunits and promotes their co-internalization 
with DORs. 
Within the time frame of internalization DORs, G proteins and Kir3.1/3.2 subunits 
remained associated but reorganized within the complex. We therefore hypothesized that this 
rearrangement could represent the interaction of complex components with regulatory 
proteins. We recently showed that DOR activation may induce βarr interaction with Gβγ 
subunits as well as DORs [14] and given that here the dimer remained associated to the 
channel, we assessed whether Kir3 channel subunits could also interact with this regulatory 
protein. To do so, HEK293 cells were transfected with a fixed amount of donor-tagged βarr2 
(βarr2-Rluc) and increasing amounts of either DOR-YFP or Kir3.1-GFP acceptors together 
with complementary Kir3.2 and GαoAβ1γ2 subunits (Fig. 5A-B). Cells were then treated for 




was detected in untreated cells but, in those exposed to SNC-80, there was a saturable increase 
in energy transfer both at DOR/βarr2 and Kir3/βarr2 interfaces, indicating that the regulatory 
protein was recruited to Kir3 channel subunits as well as receptors. Given this interaction, we 
then sought to verify if channel sequestration was also βarr-dependent. For this purpose 
cortical cultures were transfected with Myc-DOR and Flag-Kir3.1/3.2 subunits together with 
βarr siRNA or scrambled siRNA (Fig. 5C). We detected no difference in basal cytosolic 
immunoreactivities for receptors and channels in cells transfected with scrambled or active 
siRNA (Fig. 5D-E). On the other hand, internalization of the two signaling partners was 
significantly reduced in βarr-silenced cells exposed to SNC-80 (1 µM; 60 min). When tested 
in heterologous systems, opioid receptor agonists differ considerably in their ability to recruit 
βarr and induce internalization of the receptor. For example, SNC-80 produces marked and 
stable DOR-βarr interaction while recruitment by morphine is minimal. These patterns of βarr 
recruitment are considered to respectively produce high or marginal receptor internalization 
[11,14]. Thus, we determined whether βarrs were distinctively involved in the internalization 
of DOR-Kir3 complexes by the two agonists (Fig. 5C-E). As for SNC-80, knock-down of the 
regulatory protein reduced morphine-induced accumulation of intracellular DOR and Kir3.1 
immunoreactivities indicating that internalization of the complex by morphine was also 
dependent on βarr.  
To further characterize βarr interaction with DORs and Kir3 channels and to ascertain 
possible ligand-specific differences in the way this regulatory protein associates with complex 
components, we monitored ligand-induced subcellular distribution of the two signaling 
partners. For this purpose, βarr2-Rluc was alternatively co-transfected with Flag-DORs and 
untagged channel subunits or with Flag-Kir3.1/3.2 subunits and untagged receptors. In non-




channels were predominantly found at the membrane, where their interaction with βarr2 was 
minimal. In contrast, constitutively internalized complex components displayed some degree 
of colocalization with the regulatory protein (βarr2/DORs: Pearson’s coefficient: 0.54 ± 0.04; 
βarr2/Kir3 channels (Pearson’s coefficient: 0.55 ± 0.03; n=3) (Fig. 6). Sustained stimulation 
with SNC-80 (1 µM; 60 min) induced redistribution and concentration of cytosolic βarr2 to 
the sites where receptor (arrow head, Fig. 6A) and channels (arrow head, Fig. 6B) had 
accumulated, significantly increasing its colocalization with either signaling partner (Fig. 6C-
F). After 60 min stimulation with morphine, the situation was quite different, with no evidence 
of βarr2 redistribution and no significant increase in Pearson’s coefficient (Supplementary Fig. 
5). Thus, despite similarly relying on βarr function for DOR/Kir3 channel internalization, the 
stability of βarr2 interaction with the complex differed considerably for SNC-80 and morphine 
since only the former induced active accumulation of DORs, Kir3 subunits and βarr2.   
 
DOR-Kir3.1/3.2 signaling complexes internalize via a clathrin/dynamin mediated 
mechanism. 
βarrs cooperate with adaptor protein 2 (AP2) to promote the accumulation of 
membrane cargo in clathrin coated vesicles, and these are then pinched off to the cytosol by 
the action of dynamin [30]. To determine whether internalization of DOR-Kir3.1/3.2 channel 
complexes followed this path, we used pharmacological inhibitors that either stall clathrin pit 
dynamics [31] or block dynamin’s GTPase activity [32]. We did not observe any significant 
effect of clathrin (Pitstop 2, 15 µM) nor dynamin inhibitor (Dynasore, 10 µM) on constitutive 
internalization of either membrane species, but both blockers reduced DOR (Fig. 7A and 7C) 
and Kir3 (Fig. 7B and 7D) internalization by morphine and SNC-80, indicating that the 




receptor. Interestingly, neither Pitstop 2 nor Dynasore eliminated DOR internalization by 
morphine or SNC-80, but they both abolished Kir3 channel internalization (Fig. 7C-D). A 
similar observation was obtained with βarr silencing, though residual internalization of the 
receptor only attained significance following SNC-80 treatment (Fig. 5D). A plausible 
explanation for these observations is that a small subpopulation of receptors have internalized 




Dynamic regulation of Kir3 channel availability at the membrane affords powerful 
modulation of neuronal excitability and ultimately of behavior [5,6]. The number of channels 
present at the surface at any given time results from a fine equilibrium between their 
incorporation to and their removal from the plasma membrane. Considerable evidence has 
been gathered with respect to the way incorporation is driven and modulated establishing that 
primary sequence [1] and tyrosine phosphorylation [8] may regulate Kir3 subunit export to the 
membrane. Similarly, dephosphorylation of either the channel [33] or of associated GABAB 
receptors [5,6] were shown to interfere with membrane re-insertion of channel subunits via the 
recycling path, but much less was known about mechanisms participating in surface removal 
of channel subunits. The observation that M2 muscarinic receptors (M2R) and Kir3 subunits 
accumulate in the cytosol of acetylcholine-releasing PC12 cells had led to the proposal that 
these receptors would internalize and drag the channel intracellularly [34]. Here, we have 
addressed this hypothesis and demonstrated that DOR activation by different agonists caused 
receptors and Kir3 channels to actually translocate from the membrane to the cytosol. The 




of receptors and channels internalized by each ligand did not differ, indicating that both 
signaling partners trafficked as a unit.  
Results also showed that Kir3 channel sequestration is not universally triggered by all 
receptors that regulate channel activity. Thus, although Gαq proteins modulate Kir3 channel 
activity via PIP2 depletion [35], activation of the Gαq-coupled FPR did not modify channel 
translocation to the cytosol. Similarly, despite their ability to generate Kir3 channel currents 
[27] and to undergo SDF-1α-dependent sequestration [10], exposure to the agonist caused 
CXCR4 receptors but not Kir3 subunits to internalize. Receptor-dependent differences have 
also been reported in the endocytic trafficking of N-type Ca+2 (Cav2.2) channels whose 
sequestration is triggered by opioid-like receptors (ORL1) but not MORs [36]. The distinct 
ability of ORL1 receptors to promote channel sequestration was conferred by direct physical 
association between the C-terminal end of the receptor and that of Cav2.2 alpha subunits [36]. 
Although this type of interaction has not been reported for Kir3 channels subunits, there is 
considerable evidence that Kir3 channels and GPCRs may organize into multimeric arrays. 
Studies carried out on native membranes indicate that Kir3 channel subunits may be recovered 
by immunoprecipitating striatal D2 receptors [37], cerebellar GABAB receptors [38] or β2-
adrenergic receptors present in heart and whole brain lysates [37]. Spectroscopic studies have 
confirmed these observations [37,38] but have also shown that not all receptors display the 
same tendency to associate into multimeric arrays [39]. The tendency to form constitutive 
complexes may be influenced by the type of Gαi/o subunit with which the receptor interacts 
[40], the level of constitutive activity of the receptors [39] as well as by scaffolding proteins 
that confine and concentrate Kir3 channels to specialized compartments together with 




DORs [42], these receptors, GαoAβ1γ2 heterotrimers and Kir3.1/3.2 subunits spontaneously 
associate into a complex [12].  
Here, we show that despite considerable rearrangements among interaction partners, 
the complex maintained its integrity from initial moments of receptor stimulation until 
maximal internalization was attained, providing a platform for persistent βarr2 interaction. We 
had recently shown that SNC-80 induces rapid βarr2 recruitment, not only to receptors but to 
the Gβγ dimer and supplied evidence that these interactions were maintained over prolonged 
exposure to the agonist [14]. Here, we show that canonical Gβγ effectors are also subject to 
direct and prolonged interaction with βarr2, and establish proof that endogenous βarr in 
cortical neuron cultures drives joint sequestration of DOR and Kir3 channels via the 
clathrin/dynamin endocytic route. This type of channel regulation is in contrast with the one 
described for G protein-coupled receptor kinase 2 (GRK2), which takes place directly at the 
cell surface and rather than removing Kir3 subunits from the membrane involves 
conformational rearrangements that prevent Gβγ from effectively activating the channel [43]. 
Results obtained in neurons further suggest that βarrs, DORs and Kir3 channels remain 
persistently associated after exposure to SNC-80 but not morphine, since only the former 
caused βarr to colocalize with the two signaling partners that accumulated in the cytosol.  
Distinct modes of opioid receptor association with βarrs have been proposed as 
possible contributors to ligand-specific potential for generating tolerance [44,45]. SNC-80 and 
morphine both induce analgesic tolerance that involves βarrs [46,24,14] but, in keeping with 
differences observed in the present study, their tolerance profiles are quite distinct. While a 
single injection of SNC-80 may abolish analgesic responsiveness for as long as four hours [24] 
it takes at least three days of continuous morphine administration for its analgesic actions to 




complexes may contribute to these two distinct tolerance profiles, particularly the rapidity and 
persistence of SNC-80’s tolerance profile. In this sense we have previously shown that the 
stable DOR-βarr2 association promoted by SNC-80 interfered with receptor recycling to 
membrane leading to receptor desensitization and marked development of acute analgesic 
tolerance. These are much less severe or absent with DPDPE, another DOR agonist which, 
similar to morphine, fails to promote sustained βarr2 association with the activated receptor 
[14].  
In conclusion, this study shows that βarr recognizes DORs and Kir3 channels as a 
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 Figure 1. DORs and Kir3.1/3.2 channels co-internalize upon receptor activation 
by an agonist. (A) Cortical neuron cultures transfected with myc-DOR and Flag-Kir3.1/3.2 
subunits were treated as indicated. Neurons were all processed for intracellular and surface 
labeling (permeabilized) except as indicated in the figure for exclusive visualization of surface 
immunoreactivities (non-permeabilized). Scale bars, 5 μm. (B) Line scans correspond to traces 
shown in merged images (Kir3.1 = green, DOR = red). (C) Histograms correspond to mean 
intracellular fluorescence intensity and represent mean ± SEM of 3-9 experiments with 39 to 
59 neurons analyzed per condition. Changes in DOR and Kir3.1 immunoreactivities were 
analyzed separately using one-way ANOVA to compare the different treatments (including 
those in next figure). Posthoc comparisons were done using Bonferroni correction and are 
indicated in the figure. (D) Histograms correspond to mean intracellular fluorescence intensity 
of Flag-Kir3 subunits in cells that were transfected only with the channel and treated or not 
with SNC-80 (1 μM; 60 min). Data represent mean ± SEM of 3 experiments with 36 to 40 
neurons analyzed per condition. Statistical comparisons were done using Student’s t-test; 
(n=3), p= 0.4762.  
 
 Figure 2. DOR and Kir3 internalization display similar pharmacological profiles. 
(A) Cortical neuron cultures were exposed to morphine or ARM100390 (1 µM, 60 min) and 
permeabilized for visualization of membrane and intracellular labeling. Graphs below: line 
scans corresponding to traces shown in merged images (Kir3.1 = green, DOR = red). Scale 
bars, 5 μm. (B) Histograms correspond to mean ± SEM of 3-9 experiments with 42 to 90 




as in figure 1; ARM100390 vs CTL: p< 0.0001; morphine vs CTL: p< 0.0001. Additional 
comparisons are shown in the figure. Inset: Ratios of ligand-induced changes in intracellular 
immunoreactivities for DOR and Kir3 (p= 0.5162; one way ANOVA; n= 3-8). 
 
 Figure 3. CXCR4 and F prostanoid (FP) receptor stimulation does not induce 
Kir3 internalization. Cortical neuron cultures transfected with (A) HA-CXCR4/Flag-
Kir3.1/3.2 or (B) HA-FPR/Flag-Kir3.1/3.2 were respectively exposed to SDF-1α or PGF2α 
and then permeabilized for visualization of membrane and intracellular labeling. Scale bars, 5 
μm. (C) Histograms correspond to intracellular labeling intensity for CXCR4 receptors and 
Kir3 subunits and correspond to mean ± SEM of 3 experiments with 24 to 32 neurons 
analyzed per condition. Changes in DOR and Kir3.1 immunoreactivities were analyzed 
separately using Student’s t-test, and significance is given in the figure, Comparison Kir p= 
0.6215. (D) Histograms correspond to intracellular labeling intensity for FP receptors and Kir3 
subunits, (n=3). Data represented and analyzed as in (C). Comparison Kir p= 0.5233. 
 
 Figure 4. DORs, Gαβγ subunits and Kir3.1/3.2 channels remain associated but 
undergo conformational rearrangements during sustained receptor stimulation. (A) 
Interactions among different complex components (inset) were studied in BRET titration 
assays. For this purpose, HEK293 cells were transfected with indicated BRET pairs and 
accessory signaling partners as described in text. Titration curves corresponding to a single 
experiment carried out in triplicate are shown. (B) HEK293 cells were transfected with a 
stable proportion of indicated BRET pairs, and exposed or not to SNC-80 (1 µM) for 2 or 30 




experiments carried out in triplicates. Significance of agonist-induced changes in energy 
transfer was established by one-way ANOVA comparing net BRET signals generated in 
controls to those generated in cells that were treated for 2 or 30 min **p< 0.01; ***p< 0.0001 
(actual net BRET values are shown in Supplementary information, Supplementary Table 1). 
Comparison of ligand-induced BRET changes at the two stimulation time points was done by 
Student’s t test and appear in the figure. (C) HEK293 cells were transfected to express Flag-
DOR (or Myc-DOR as indicated), GαoAβ1YFP-γ2 and Kir3.1-Rluc/3.2 channel subunits and 
were exposed or not to SNC-80 (1 µM; 30 min). A representative example of signaling 
partners recovered with Flag-DORs is shown. Inset: proteins present in lysate. (D) 
Immunoreactivity of different complex components recovered with the receptor was expressed 
as a ratio of FLAG-DORs in the corresponding sample. Results were expressed as percentage 
of basal ratios and represent mean ± SEM of 5 independent experiments. Statistical 
comparisons done using Student’s t test; p values appear in the figure.  
 
 Figure 5. βarr is necessary for DOR and Kir3 channel internalization. HEK293 
cells transfected with a fixed amount of βarr2-Rluc and increasing amounts of (A) DOR-YFP 
or (B) Kir3.1-GFP plus indicated complex components were incubated or not with SNC-80 (1 
µM, 30 min). Results correspond to the mean of 4-5 independent experiments and are 
expressed as mean ± SEM of netBRET values. Curves were analyzed by two-way ANOVA 
revealing an: effect of drug (p<0.0001), effect of donor/acceptor ratios (p< 0.0001) and 
interaction (p<0.0001). (C) Cortical neuron cultures were transfected with myc-DOR and 
Flag-Kir3.1/3.2 channels together with scrambled or βarr2 siRNA, and then treated or not with 




on expression of endogenous βarr using an antibody that recognizes βarr1/2. Histograms 
represent mean intracellular fluorescence intensity of (D) myc-DORs and (E) Flag-Kir3.1 
subunits and correspond to mean ± SEM of 3 experiments with 25 to 29 neurons analyzed per 
condition. DOR and Kir3 internalization were analyzed independently using two-way 
ANOVA. In both cases there was an effect of drug (p< 0.0001), of siRNA (p< 0.0001) and 
interaction (p< 0.0001). Post hoc comparisons indicated that both agonists significantly 
enhanced DOR and Kir3 immunoreactivities in cells transfected with scrambled controls 
(***p< 0.0001) while only SNC-80 specifically increased DOR immunoreactivity in βarr-
silenced cells (*p< 0.05). Additional comparisons appear in the figure.  
   
 Figure 6. SNC-80 promoted βarr2 colocalization with receptors and channels. 
Cortical neuron cultures expressing either βarr2-Rluc, Flag-DORs and untagged channel 
subunits (A) or βarr2-Rluc, Flag-Kir3.1/3.2 subunits and untagged DORs (B) were exposed to 
SNC-80 as indicated. Arrow heads show redistribution of βarr2-Rluc to the site where 
receptors or channels also accumulate. Scale bars, 5 μm. Cells shown in A (C) and in B (D) 
were processed using ImageJ to display the product of the differences from mean labeling 
intensity (PDM) as pseudocolored panels. Yellow on the scale bar indicates a large PDM 
value and high degree of colocalization, while blue indicates no overlap. Note difference in 
scales in (C). Histograms correspond to Pearson’s correlation coefficient for colocalization of 
Flag-DOR and βarr2-Rluc (E) or Flag-Kir3.1 and βarr2-Rluc (F) in unstimulated cells and in 
cells exposed to SNC-80 (1 µM; 60 min). They represent mean ± SEM of 3-4 independent 




correlation coefficients was done by one ANOVA to compare SNC-80 and morphine (shown 
in Supplementary information and Supplementary Fig. 5) to non-treated controls. 
 
Figure 7. Inhibition of clathrin and dynamin function interferes with DOR and 
Kir3 channel internalization. Cortical neuron cultures were pre-treated with clathrin 
inhibitor, Pitstop 2 or dynamin inhibitor, Dynasore and exposed to DOR agonists to then 
visualize internalization of (A) receptors and (B) channels. Scale bars, 5 μm. Histograms 
correspond to quantification of intracellular fluorescence for DORs (C) or channels (D) and 
represent mean ± SEM of 3-5 experiments with 26 to 42 neurons analyzed per condition. 
Statistical significance for the effects of Pitsop 2 and Dynasore were established 
independently, using two-way ANOVA to determine the effect of each blocker on DORs and 
on Kir3 channel internalization. Both comparisons revealed an effect of agonist (p< 0.0001), 
of the internalization inhibitor (p< 0.0001), and interaction (p< 0.0001). Intracellular labeling 
of agonist-treated cells versus corresponding controls: *p< 0.05; **p< 0.01 and ***p< 0.0001. 
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Supplementary Legends  
 
 Supplementary Fig. 1. SNC-80 does not induce Kir3 subunit internalization if 
DORs are not co-transfected with the channel. Cortical neuron cultures transfected with 
Flag-Kir3.1/Kir3.2 in the absence of DORs were exposed to SNC-80 (1 μM, 60 min) and 
permeabilized for visualization of intracellular labeling.  
 
 Supplementary Fig. 2. DOR stimulation induces Kir3.1/3.2 channel 
internalization in HEK cells. HEK293 cells were transfected with Flag-DORs or HA-DOR 
and Flag-Kir3.1/3.2 subunits (6μg each/100 mm petri dish) to assess sequestration of receptors 
and channels following exposure to SNC-80 (1 μM) for the indicated periods of time. 
Sequestration was represented as % of total receptors or channels present at the membrane 
following exposure to agonist for different time periods. Data correspond to mean ± SEM of 
6-9 independent experiments carried out in triplicate. Statistical analysis by two-way ANOVA 
revealed an effect of membrane species (p< 0.0001), an effect of time (p< 0.0001) and an 
interaction (p< 0.0001). Post-hoc comparisons indicated a significant effect of time for each 
species as indicated in the figure.  
 
 Supplementary Fig. 3. Sustained DOR activation by SNC-80 induces 
conformational rearrangements among DORs, Gαβγ subunits and Kir3.1/3.2 channels. 
HEK293 cells were transiently transfected with a fixed amount of Rluc-tagged constructs and 
increasing amounts of corresponding acceptors, together with accessory signaling partners as 
indicated. Cells were stimulated (filled circles) or not (open circles) with SNC-80 (1 μM) for 
30 min. Each of the interactions was assessed in a single experiment carried out in triplicate. 
Open squares correspond to by-stander BRET obtained with pairs in which one of the 
interaction partners of interest was replaced by a BRET construct with similar distribution but 
with no known association to any other protein in the complex.  
 
 Supplementary Fig. 4. Schematic representation of DOR- Gαβγ -Kir3.1/3.2 
complexes summarizing putative displacement of BRET tags following DOR activation 




published crystal structures corresponding to the DOR crystal (PDB: 4EJ4) and the Kir3.2 
tetramer in association with corresponding Gβ1γ2 subunits (PDB: 4KFM). The latter was then 
replaced with the Gβγ structure present in the nucleotide-free Gαsβ1γ2 trimer that co-
crystallized with the active β2 adrenergic receptor (which was omitted) (PDB: 3sn6). (A) 
Representation of the complex in controls corresponds to GDP-bound state of the Gα subunit 
in which its helical and GTPase domains are visible and in contact with Gβγ. (B) Corresponds 
to 2 min stimulation with SNC-80. The receptor is occupied by the ligand (pink circle) and the 
Gα subunit is in its nucleotide-free conformation where the C-terminus insinuates itself 
between intracellular loops 2 and 3 of the receptor and the helical domain is displaced away 
from Gβγ allowing its interaction with the channel effector. Cytosolic βarr is shown in its 
inactive conformation. (C) Complex following 30 min activation with SNC-80. βarr has now 
been recruited to DOR interacting both with its C-tail and displacing Gα C-terminus from the 
groove between intracellular loops 2 and 3. By interfering with the latter, βarr prevents G 
protein stabilization in its active state and this is represented as the Gα-helical domain 
regaining its non-active position. Circles represent BRET tags (red DOR C-terminus; cyan: 
Kir3.1 C-terminus; yellow: N-terminus of Gγ2; orange: helical domain of GαoA.  
 
 Supplementary Fig. 5. Morphine did not promote βarr2 colocalization with 
receptors and channels. Cortical neuron cultures expressing either βarr2-Rluc, Flag-DORs 
and untagged channel subunits (A) or βarr2-Rluc, Flag-Kir3.1/3.2 subunits and untagged 
DORs (B) were exposed to morphine as indicated. Note that unlike SNC-80 there was no 
major redistribution of βarr towards spots containing DORs and Kir3 channels. Cells shown in 
A (C) and in B (D) were processed using ImageJ to display the product of the differences from 
mean labeling intensity (PDM) as pseudocolored panels. Histograms correspond to Pearson’s 
correlation coefficient for colocalization of Flag- DOR and βarr2-Rluc (E) or Flag-Kir3.1 and 
βarr2-Rluc (F) in unstimulated cells and in cells exposed to morphine (1 μM; 60 min). They 
represent mean ± SEM of 3-6 independent experiments with 21 to 44 neurons analyzed per 
condition. Statistical comparisons of correlation coefficients were done by one ANOVA to 
compare morphine and SNC-80 (shown in Fig 6 of the article) to non-treated controls. 




 Supplementary Table 1. Transfection of BRET constructs. DNA constructs and 
untagged complex components were used in the indicated amounts (μg of DNA/100 mm petri 
dish) to carry out titration curves or single point BRET experiments.  
 
 Supplementary Table 2. Conformational changes undergone with DOR- Gαβγ -
Kir3 signaling complex upon receptor activation. Data correspond to Net BRET values 
obtained with different biosensors in basal conditions or following incubation with SNC-80 (1 
μM) for indicated time periods. Statistical analysis by one way ANOVA.  
 
Supplementary Text (related to Supplementary Fig. 4)  
Interpretation of BRET changes in terms of conformational rearrangements of complex 
components.  
 Comparison of BRET values obtained in control (A) and 2 min-treated cells (B) 
indicated no significant BRET change between DOR and channel subunits, but BRET at the 
GαoA/Gβγ interface was reduced while the signal generated by DOR/GαoA, DOR/Gβγ and 
Gβγ/Kir3 channel interactions was increased. The BRET decrease at GαoA/Gβγ interface 
informs us of a separation of the BRET tag contained in the helical domain of GαoA from the 
tag localized at the free end of the Gβγ dimer, an observation that is consistent with 
crystallographic data showing a repositioning of the helical portion of Gα towards the 
membrane during G protein activation (1). The concomitant BRET increase observed between 
Gβγ and the C-terminal end of Kir3.1 subunits is also in keeping with previous reports 
assessing Kir3 channel activation by spectroscopic methods (2), and can be interpreted as the 
Gβγ dimer and the channel’s cytosolic domain coming closer to one another. Repositioning of 
GαoA’s helical domain away from Gβγ may have contributed to BRET increases between Gβγ 
and DOR tags, simply by removal of physical interference to energy transfer between the 
receptor and the dimer.  
 Comparison of BRET values obtained following 2 min- (B) and 30-min (C) exposure 
to SNC-80 indicated no significant change in BRET for tags monitoring DOR interaction with 
the channel and revealed a decrease that did not go below basal energy transfer for Gβγ/Kir3 
and Gβγ/DOR. This was not the case for energy transfer between GαoA/DOR and GαoA/Gβγ 




indicated integrity of the DOR-Gαβγ-Kir3 complex the observed BRET changes were 
interpreted as a conformational rearrangement within the complex driven, at least in part, by 
the recruitment of βarr. By removing Gα C-terminus from the groove defined between the 
receptor’s second and third intracellular loop, βarr de-stabilizes the active state of the G 
protein, and the tag on Gα falls back to its initial position. At the same time, in the process of 
attaining its location within the complex, βarr insinuates itself between the tags in Gα and 
Gβγ. This would explain why despite regaining its initial position,that tag in Gα displays 
reduced BRET with the Gβγ dimer. Steric hindrance by βarr can also account for BRET 
reduction at the DOR/Gβγ interface while stabilization of the channel in a closed position may 
explain why the BRET signal between Kir3 and Gβγ subunits goes back to pre-stimulation 
values.  
 
Supplementary References:  
1.Rasmussen SG, et al. (2011) Crystal structure of the beta2 adrenergic receptor-Gs protein 
complex. Nature 477(7366):549-555.  
2.Raveh A, Riven I, & Reuveny E (2009) Elucidation of the gating of the GIRK channel using 
















4.1 Étude des interactions réalisées entre le récepteur DOR, la 
protéine G et le canal Kir3 
 Les RCPG jouent un rôle essentiel dans la communication cellulaire. Une fois activés, 
les récepteurs interagissent avec les protéines G, qui, à leurs tours, activent les différents 
effecteurs [229, 375]. Cette dernière voie de signalisation peut paraitre évidente pour la 
plupart d'entre nous, cependant, on doit savoir qu'elle fait sujet d'un énorme débat qui persiste 
jusqu'a nos jours. Au début, il a été proposé que les récepteurs et les protéine G se 
comportaient comme des protéines mobiles et que suite à l'ajout de l'agoniste, le récepteur 
augmentait son affinité pour la protéine G, qui s'active suite à sa collision avec un récepteur 
occupé par un agoniste [64, 205, 216]. Aussi, des données ont montré que la cinétique 
d'activation des effecteurs dépendaient fortement du niveau d'expression des récepteurs [376, 
377] suggérant ainsi qu'au moins une étape dans la cascade de transduction du signal serait 
médiée par une collision entre les partenaires signalétiques. Toutefois, plusieurs études sont 
venues contester le modèle existant au profit d’un nouveau modèle qui suppose que le 
récepteur et sa protéine G sont précouplés en des complexes protéiques constitutifs [208, 210-
212, 226]. 
 
4.1.1 Le récepteur DOR forme un complexe constitutif avec les sous-unités 
de la protéine G et du canal Kir3 
 Ce sont les immenses efforts qui ont été fournis durant les dernières décennies pour 
développer les différents modèles signalétiques, présentés dans le paragraphe précédent, qui 
ont permis de faire naitre l'idée de ce projet. Notre étude s'est intéressée à caractériser le 
modèle qu'utilise le récepteur DOR non seulement pour interagir avec sa protéine G mais aussi 
pour communiquer avec un de ses effecteurs, le canal Kir3, dont la régulation est impliquée 
dans l'effet analgésique des opioïdes [131, 141]. Nos données ont aussi eu la chance de 
prendre avantage de la technologie de transfert d'énergie (BRET) qui permet de surveiller, en 




Pour savoir lequel des deux modèles de signalisation suivait le récepteur DOR, nous 
avons décidé d'évaluer la présence d'une proximité stérique entre le récepteur, sa protéine G et 
l'effecteur Kir3 à l'état basal. Étant donné que le modèle de collision estime que les protéines 
se comportent comme des unités mobiles et qu'une stimulation est nécessaire pour augmenter 
l'affinité entre les partenaires signalétiques, aucune interaction entre nos protéines d'intérêt 
n'était estimée se réaliser à l'état basal. Au contraire, le modèle de précouplage, estime que les 
différents partenaires signalétiques maintiennent une interaction entre eux même avant 
l'activation du récepteur. Pour ce faire, des courbes de titration BRET entre chacune des 
composantes de notre complexe ont été réalisées. La courbe de titration BRET est utilisée pour 
déterminer la spécificité de l’interaction entre deux protéines espacées de moins que 10 nm. 
Cette dernière consiste à augmenter graduellement l'expression de l'accepteur (protéine 
fluorescente) tout en maintenant constant celle du donneur (protéine luminescente). Nos 
résultats BRET ont montré des courbes saturables pour toutes les interactions testées. Par 
contre, des titrations BRET entre les composants du complexe et la protéine CD8, de même 
distribution membranaire que le récepteur DOR, montrent un signal BRET minimal et une 
insaturation au niveau des courbes de titration. Ensemble, ces résultats indiquent la présence 
d'une spécificité dans l'interaction et d'une proximité stérique entre le récepteur DOR, la sous-
unité GαoA, le dimère Gβ1γ2 ainsi que les sous-unités du canal Kir3.1/Kir3.2 en absence de 
toute stimulation du récepteur. Cependant, il faut noter que la technique de BRET nécessite la 
surexpression des protéines d'intérêt. Cette surexpression peut, dans certains cas, forcer les 
protéines à produire des collisions aléatoires, par encombrement stérique, ce qui limite la 
spécificité des signaux détectés. Ce problème est toutefois rendu d'une moindre importance 
puisque nos courbes de titration montrent que nos paramètres de transfection ont été ajustés 
pour générer des interactions BRET spécifiques. Ensuite, nous avons corroboré nos résultats 
BRET en évaluant la présence d'une interaction physique entre nos protéines d'intérêt à l'état 
basal. Pour ce faire, une co-immunopurification du récepteur DOR a été réalisée. Les résultats 
de co-ip ont permis de confirmer des observations antérieures qui montraient que le récepteur 
DOR s'associe spontanément à la protéine Gαi1β1γ2 [230]. De plus, ces derniers résultats nous 
ont permis d'étendre nos observations en montrant que le récepteur DOR s'associe de façon 





Dans leur ensemble, ces données nous mènent à conclure que le récepteur DOR adopte le 
modèle de précouplage pour communiquer avec sa protéine G et son effecteur Kir3. 
 
4.1.2 Le complexe constitutif ne se défait pas mais change sa conformation 
suite à l'activation du récepteur 
Notre étude ainsi que plusieurs autres études parues durant les dernières années, 
confirment maintenant que les canaux Kir3, les sous-unités Gαi/o et certains RCPG peuvent 
interagir de manière constitutive [144, 259, 263, 344]. Une fois le complexe constitutif établit, 
nous avons examiné si ce dernier maintenait son intégrité suite à la stimulation du récepteur. 
Pour ce faire, les interactions entre chacun de nos partenaires signalétiques ont été évaluées en 
BRET en comparant nos signaux obtenus à l'état basal avec ceux générés suite à une 
stimulation avec des agonistes complets du récepteur DOR. Nos résultats ont montré qu'on 
était toujours capable de détecter des changements dans le signal BRET suite à une stimulation 
aigue (2 min) ou prolongée (30 min) avec des agonistes DOR indiquant ainsi que les 
partenaires BRET étaient toujours espacés de moins que 10 nm. Cependant, on devrait savoir 
que malgré que les techniques de transfert d'énergie permettent de surveiller, la proximité 
stérique entre les différentes protéines d'intérêt, l'analyse des changements dans le transfert 
d'énergie induit par l'ajout de l'agoniste a souvent été controversée. En effet, bien que certains 
auteurs interprètent les changements de transfert d'énergie observés entre certains GPCR et 
leurs protéines G comme indicateur de l'association/dissociation des protéines [225], d'autres, 
à l'inverse, suggèrent que les données obtenues ne reflètent qu'un réarrangement 
conformationnel au sein d'un complexe préformé et composé par le récepteur et sa protéine G 
[212, 226, 378]. De même, pour l'interaction entre la sous-unité Gα et le dimère Gβγ, certaines 
études estiment la dissociation de ces sous-unités [379-381] pour former des entités libres 
capables d'interagir avec l'effecteur, tandis que d'autres proposent qu'aucune dissociation 
moléculaire ne se déroule entre les sous-unités de la protéine G après l'activation du récepteur 
[210, 226]. Donc, encore une fois, on a eu recours à la technique de co-ip pour démontrer si 
les changements observés en BRET suivaient le modèle d'association/dissociation ou 




préformé. Nos résultats de co-ip ont attesté que nous avons toujours été capables 
d'immunoprécipiter les sous-unités de la protéine G et ceux du canal potassique Kir3.1/Kir3.2 
avec le récepteur DOR stimulé pendant 2 min ou 30 min avec ses agonistes complets 
indiquant ainsi que le complexe ne conservait pas son intégrité mais changeait sa 
conformation. 
 
4.1.3 Le récepteur DOR transmet l'information conformationnelle à son 
effecteur Kir3 via les sous-unités de la protéine G 
 Nos données BRET et co-ip présentées dans les sections précédentes indiquent que le 
récepteur DOR, la sous-unité GαoA, le dimère Gβ1γ2 ainsi que le canal Kir3.1/Kir3.2 
interagissent ensemble à l'état basal et que ces interactions restent maintenus même suite à la 
stimulation du récepteur avec des agonistes DOR. Cependant, les modifications qui affectent 
les interactions entre les différents partenaires signalétiques et comment la transmission de 
l'information conformationnelle navigue du récepteur vers l'effecteur, au cours de la 
transduction du signal, restent encore mal connues. Dans ce qui suit, on présentera les 
différentes étapes qui nous ont menés à répondre à ces questions. 
Dans une première série d'expériences, on a débuté par évaluer la plus simple voie de 
transmission d'information entre deux protéines, étant la voie directe DOR-Kir3. Ayant déjà 
obtenu une courbe saturable en BRET, à l'état basal, pour l'interaction entre le récepteur DOR 
et le canal Kir3 comme indiqué précédemment, on a voulu identifier si une stimulation aigue 
avec différents ligands, connus pour avoir différentes efficacités à activer le récepteur DOR, 
était capable de modifier le signal BRET basal observé. Ces derniers incluent des ligands 
classifiés comme étant des agonistes complets (SNC-80 et DPDPE), agonistes partiels 
(morphine, UFP512 et TIPP), agonistes inverses (TICP) et finalement des antagonistes 
(naloxone et naltrindole) pour le récepteur DOR [40, 51, 335]. Nos résultats ont montré 
qu'aucun ligand n'était capable de modifier significativement le signal BRET basal. Cela 
montre qu'aucune information conformationnelle n'est transférée à l'effecteur via l'interface 




 Puisque la voie directe n'a montré aucun transfert conformationnel, on a essayé de 
chercher des voies alternatives. Alors, on s'est demandé s'il était possible que le récepteur 
DOR serait capable d'utiliser les sous-unités de la protéine G comme unités intermédiaires 
pour transférer son signal à l'effecteur Kir3. On a commencé à répondre à cette question en 
établissant si les mêmes ligands DOR qui étaient sans effet à l'interface DOR/Kir pourraient 
modifier le transfert d'énergie entre le récepteur DOR et le dimère Gβγ et entre cette dernière 
et le canal Kir3. Pour ce faire, des courbes doses réponses BRET caractérisant les interfaces 
DOR/Gβγ et Gβγ/Kir3 ont été réalisées. D'une manière intéressante, les changements BRET 
pour chacune des deux interactions ont été positivement corrélés. Ceci indique que 
l'information conformationnelle transmise du récepteur DOR au dimère Gβγ a été suivie par 
une transmission identique du dimère Gβγ aux sous-unités du canal Kir3.1/Kir3.2. Ensemble, 
ces données indiquent l'implication de la protéine G dans la transmission de l'information 
conformationnelle du récepteur DOR au canal Kir3. 
 Bien que nous ayons regardé les changements BRET au sein de notre complexe 
préformé suite à des stimulations avec différents agonistes DOR, on s'est intéressé à 
caractériser l'effet de ces stimulations sur l'activité du canal Kir3. Nos données ont permis de 
montrer que les ligands qui affichaient la plus forte puissance et efficacité à modifier le signal 
BRET à l'interface Gβγ/Kir3 ont également été capables d'augmenter la perméabilité des 
canaux Kir3 suite à l'activation des récepteurs DOR.  
 Finalement, on a voulu identifier si la transmission de l'information conformationnelle, 
suite à l'activation du récepteur DOR, entre le dimère Gβγ et le canal Kir3 se réalisait par voie 
directe. Pour ce faire, on a généré un canal Kir3 dont les brins βD-βE et βL-βM, au niveau du 
domaine C-terminal, ont été supprimés. Ces brins sont reconnus pour être un site de liaison du 
dimère Gβγ [382] et pour leur rôle critique dans l'activation du canal Kir3 à travers ce même 
dimère [383, 384]. On a ainsi prédit que si le réarrangement conformationnel était transmis du 
dimère Gβγ au canal Kir3 par voie directe, alors l'élimination du site de liaison entre ces deux 
partenaires devrait interférer avec les réarrangements structuraux observés à l'interface 
Gβγ/Kir3. En utilisant la technique de BRET, nos données ont montré une abolition de l’effet 
des ligands ayant préalablement eu un impact sur la conformation Gβγ/Kir3. Donc, pour 




montrent et supportent le fait que l'information conformationnelle est transmise du récepteur 
DOR au canal Kir via le dimère Gβγ.  
 Tous les résultats présentés dans cette première partie de l'étude conformationnelle 
étaient concentrés sur le rôle que joue le dimère Gβγ dans la transmission de l'information 
conformationnelle. Mais, quel rôle joue alors la sous-unité Gα dans cette même transmission ? 
Malgré que certains données indiquent la présence d'une interaction directe entre le GPCR et 
le dimère Gβγ [385], d'autres, basées sur des études de cristallisation, ont signalé l'absence 
d'une interaction directe au niveau de cette même interface [7, 316]. De plus, des études 
antérieures, réalisées en absence de toute expression du canal Kir3, indiquent que la sous-unité 
Gα interagit avec le récepteur et les sous-unités Gβγ [212, 230] et qu'elle intervient dans la 
transmission du signal conformationnel du récepteur DOR au dimère Gβγ [230]. Ensemble, 
ces données visent vers le rôle important que pourrait jouer la sous-unité Gα dans la 
navigation de l'information conformationnelle émise par un RCPG. Alors, on s'est intéressé à 
identifier le rôle de la sous-unité Gα dans la transmission conformationnelle du signal au canal 
Kir3. Nos données montrent que les changements BRET observés aux interfaces Gα/Gβγ et 
Gβγ/Kir3 suivaient la même cinétique permettant ainsi de vérifier, en partie, les études 
antérieures et indiquant la possible implication de Gα dans la navigation de l'information au 
canal Kir3 via le dimère Gβγ. 
 Dans une dernière série d'expériences, on s'est intéressé à savoir si Gα était capable de 
transmettre l'information conformationnelle au canal Kir par voie directe. Des études parues 
récemment ont rapportées le fait que Gα inactif ne montre aucune interaction directe avec les 
sous-unités Kir3.1/Kir3.2 [324, 344] et ont proposé que cette sous-unité s'associe avec les 
canaux Kir3 via le dimère Gβγ [324]. Pourtant, certaines données de résonance magnétique 
nucléaire ont révélé la présence d'une interaction directe entre Gαi3-GTP et l'hélice αA de la 
sous-unité Kir3.1 [326], ce qui suggère que Gα et le canal peuvent entrer en contact direct 
suite à l'activation de la protéine G. On est allé alors vérifier en BRET la présence d'une 
interaction entre la sous-unité GαoA et la sous-unité Kir3.1 du canal suite à l'activation du 
récepteur avec un agoniste DOR. Nos données montrent qu'aucun signal BRET n'a pu être 
détecté à l'interface GαoA/Kir3.1 à l'état basal ni suite à l'activation du récepteur DOR par un 
de ses agonistes complets, le SNC-80. Cependant, depuis qu'il a été démontré que l'étiquetage 




pouvons pas exclure le fait qu'un défaut dans la transduction du signal vers le canal Kir3 
pourrait empêcher la formation d'un changement de conformation entre GαoA et les sous-unités 
du canal. 
 Le problème d'étiquetage constitue une limitation majeure pour la technique de BRET. 
Cette dernière se définie par la grosseur des étiquettes utilisées pour marquer les paires de 
BRET à caractériser. Les étiquettes fréquemment utilisées sont la protéine fluorescente GFP et 
l’enzyme luciférase. Ayant chacune un poids moléculaire d’environ 35 kDa, semblable (37 
kDa pour Gαo) ou parfois nettement supérieur (7 kDa pour Gγ) à certaines des protéines 
d'intérêt, les étiquettes BRET pourraient influencer, dans certains cas, l’interaction entre les 
différents composants du complexe. Très récemment, des solutions pour cette limitation 
commencent à apparaitre. Ces dernières consistaient à générer des étiquettes beaucoup moins 
volumineuses que celles fréquemment utilisées. Parmi ces étiquettes, on pourrait mentionné la 
NanoLuc, de 19 kDa, qui peut remplacer la luciférase [386] et le FlAsH (pour fluorescein 
arsenical hairpin binder), un petit dérivé de la fluorescéine, qui se lie à une étiquette de six 
acides aminés (CCPGCC) lui permettant d'émettre une fluorescence et qui pourrait être utilisé 
pour remplacer la protéine GFP [387]. 
Somme toute, nos données présentées dans l'étude conformationnelle de notre 
complexe préformé montrent que l'information conformationnelle est transmise du récepteur 
DOR au canal Kir via le dimère Gβγ. Durant cette transmission, l'interaction entre le récepteur 
DOR et le dimère Gβγ est estimée se réaliser par voie directe ou via la sous-unité Gα. Nos 
estimations pourraient cependant être vérifiées en identifiant tous les sites d'interaction entre le 
récepteur DOR et les sous-unités de la protéine Gαβγ. Ainsi, on pense que la cristallisation du 
récepteur DOR avec la protéine G hétérotrimérique serait le meilleur moyen pour que cette 
vérification soit envisageable. Finalement, la transmission de l'information conformationnelle 
de la sous-unité Gα au canal Kir3 serait aussi probable, cependant, l'impossibilité de surveiller 





4.2 Étude de la régulation du complexe constitutif DOR/Kir3 suite 
à une stimulation prolongée avec un agoniste DOR 
 L'utilisation d'approches spectroscopiques et biochimiques indiquent que le canal Kir3 
et certains GPCR peuvent s'organiser en des structures multimériques [259, 367] et 
considèrent la protéine G comme une partie intégrante de ces même complexes signalétiques 
[321]. De manière importante, malgré que la majorité des études acceptent le fait que les 
récepteurs activés pourraient s'associer à des protéines G et des effecteurs au cours de la 
signalisation [225, 226], pas tous les récepteurs semblent afficher la même tendance à 
s'associer constitutivement en complexes [225]. La tendance à former spontanément des 
complexes fonctionnels peut être influencée par le niveau d'activité constitutive du récepteur 
[225] et le type de la sous-unité Gαi/o qui interagit avec le récepteur [211]. En accord avec ces 
études et comme on s'y attendait de son activité constitutive élevée [369], on a montré que le 
récepteur DOR s'associe spontanément à l'hétérotrimère GαoAβ1γ2 et aux sous-unités 
Kir3.1/Kir3.2. Le BRET ainsi que les essais de co-ip montrent que cette association reste 
stable même après 30 min de stimulation du récepteur avec le SNC-80. Dans ce qui suit, on 
s'intéressera à caractériser la régulation de ce même complexe suite à une stimulation avec 
différents agonistes DOR. 
 
4.2.1 La βarr est recrutée vers le complexe DOR/Kir3 suite à l'activation du 
récepteur 
La stimulation soutenue du récepteur opioïde déclenche des mécanismes de 
désensibilisation. Le modèle classique de la désensibilisation est décrit pour le récepteur isolé 
et comprend différentes étapes. Tel qu'expliqué précédemment, ces étapes débutent par la 
phosphorylation du récepteur activé. Cette étape est suivie par le recrutement de la βarr au 
récepteur phosphorylé [285, 286] provoquant ainsi son découplage fonctionnel de la protéine 
G (240) et l'arrêt de sa signalisation. Dans ce contexte et sachant que notre complexe maintien 
son intégrité suite à l'activation du récepteur, nous avons estimé que les protéines régulatrices 




récepteurs isolés. Pour ce faire, nous avons évalué le recrutement de la βarr2, étiquetée en N-
terminale avec une luciférase, vers le récepteur DOR ou l'effecteur Kir3, étiquetés en C-
terminale par une protéine fluorescente. À l'état basal, aucun signal BRET n'a été détecté entre 
la βarr cytoplasmique et les composants membranaires de notre complexe. Cependant, suite à 
une stimulation avec le SNC-80 (1 μM; 30 min), un signal BRET saturable au niveau des 
courbes de titration pour chacune des interactions βarr2/DOR et βarr2/Kir a été observé. Ces 
résultats vont de pair avec l'étude de cristallisation qui a récemment montré l'interaction 
directe entre le domaine N-terminal de la βarr1 et la queue C-terminale du récepteur β2AR 
[289]. Ensemble, nos données ont permis de montrer que la βarr2 peut non seulement être 
recrutée au récepteur isolé mais aussi au complexe DOR/Kir suite à l'activation du récepteur 
avec un agoniste complet. 
 
4.2.2 Le recrutement de la βarr va de pair avec l'internalisation 
concomitante du récepteur DOR et du canal Kir3 
 En plus de son rôle dans la désensibilisation, la βarr intervient dans l'internalisation du 
récepteur DOR suite à sa stimulation prolongée [27, 285, 288, 388-390]. Or, étant donné que 
ce récepteur reste en complexe avec le canal Kir3, on s'était intéressé à savoir si l'activation du 
récepteur DOR était aussi capable d'induire la translocation du canal Kir3 vers le 
compartiment intracellulaire. L'internalisation concomitante du récepteur et du canal Kir3 a 
toutefois été proposée comme un moyen de contrôler la localisation membranaire des canaux 
Kir3 [365, 391]. En effet, les cellules PC12 différenciées expriment naturellement les 
récepteurs muscariniques M2 (M2R) et les canaux Kir3. Cependant, ces deux familles de 
protéines se trouvent pratiquement absents à la membrane des cellules PC12 et accumulées 
dans le compartiment intracellulaire. En effet, les études ont montré que ces cellules 
synthétisent et libèrent de l'acétylcholine, de telle sorte que la libération de ce 
neurotransmetteur dans le compartiment extracellulaire conduit à l'internalisation du récepteur 
et du canal expliquant ainsi leur absence au niveau de la membrane cellulaire. Cependant, 
puisque les antagonistes muscariniques étaient également capables de récupérer l'expression 




internalisent en complexe par le même mécanisme qui régule l'internalisation du récepteur 
[365]. Pour cela, on s'était intéressé à vérifier si les récepteurs DOR étaient capables d'induire 
l'internalisation des canaux Kir3.  
 Dans une première série d'expériences, on a évalué l'internalisation du canal Kir3 suite 
à l'activation du récepteur DOR par le SNC-80 (1µM). Pour ce faire, des cinétiques 
d'internalisation dans des cellules HEK293 transfectées avec le récepteur DOR et le canal Kir3 
étiquetés au niveau de leurs régions extracellulaires ont été réalisées. Les données montrent 
que le récepteur et le canal internalisent suivant une même cinétique, suggérant ainsi leurs 
internalisations en complexe. Ensuite, on a voulu savoir si nos résultats d'internalisation 
pourraient aussi être observés dans des cultures neuronales où les opioïdes produisent 
naturellement leur effet analgésique. Nos résultats témoignent de la présence d'une 
colocalisation membranaire du récepteur DOR et du canal Kir3 à l'état basal. Cependant, une 
fois stimulés avec le SNC-80 (1µM), ces deux partenaires internalisent et colocalisent dans le 
compartiment intracellulaire indiquant ainsi leur translocation aux mêmes compartiments post-
endocytiques.  
 Dans une deuxième série d'expériences, on a vérifié que l'internalisation du canal était 
déclenchée par l'activation du récepteur en évaluant si la séquestration de Kir3 était capable 
d'afficher des propriétés pharmacologiques similaires à d'autres réponses médiées par le 
récepteur DOR. Il a déjà était démontré que l'agoniste SNC-80 produit plus d'internalisation 
du récepteur DOR qu'une dose similaire de morphine ou AR-M100390 [278, 317] et que cette 
internalisation pourrait être bloquée par un antagoniste [358]. Nos données affirment que la 
redistribution du canal Kir3 était similaire à celle du récepteur DOR stimulé par ces différents 
ligands. De plus, la proportion des récepteurs et des canaux accumulés dans le compartiment 
intracellulaire était similaire pour tous les agonistes testés indiquant ainsi que le récepteur 
DOR et le canal Kir3 se comportent comme une seule unité signalétique. 
Dans une dernière série d'expériences, on a montré que l'internalisation du canal Kir3 
n'a pas été observée suite à la stimulation des récepteurs CXCR4, qui utilisent également les 
canaux Kir3 comme effecteurs [360]. Cette internalisation récepteur-dépendante que nous 
montrons dans notre étude pour les sous-unités Kir3, a déjà été signalée pour la séquestration 




par les récepteurs MOR [102]. Ces données indiquent la spécificité de la séquestration de 
l'effecteur Kir3 pour le récepteur DOR en montrant que cette dernière n'est pas 
universellement médiée par tous les récepteurs qui activent le canal. 
 
4.2.3 L'internalisation du récepteur DOR et du canal Kir3 par la βarr se 
réalise via un mécanisme clathrine et dynamine-dépendant 
 Les résultats présentés dans les sections précédentes indiquent que la stimulation 
prolongée avec le SNC-80 (1 μM) induit le recrutement de la βarr et l'internalisation 
simultanée du récepteur DOR et du canal Kir3. Alors, on a voulu vérifier si ces deux derniers 
phénomènes étaient reliés en identifiant si la βarr serait elle-même responsable de 
l'internalisation de DOR et Kir3. Pour ce faire, on a commencé par identifier la localisation 
stérique de la βarr et des composants membranaires du complexe DOR/Kir dans les cultures 
neuronales. Nos résultats montrent que suite à une stimulation prolongée aux agonistes DOR, 
la βarr2 colocalise avec le récepteur DOR et le canal Kir3 dans le compartiment 
intracellulaire. De plus, la transfection de petits ARN interférents (siRNA) dirigés contre la 
βarr empêche l'internalisation de ces deux partenaires membranaires. Prises ensemble, ces 
données indiquent que la βarr2 reconnait le récepteur DOR et le canal Kir3 comme une seule 
unité induisant ainsi leur internalisation simultanée. 
 Ensuite, on s'était intéressé à identifier le mécanisme qu'adopte la βarr pour internaliser 
DOR et Kir3. Or, sachant que la majorité des RO sont internalisés par la voie des vésicules de 
clathrine [298], des inhibiteurs pharmacologiques qui interviennent pour bloquer la dynamique 
de la clathrine [363] ou qui interfèrent avec la scission des vésicules membranaires en 
bloquant l'activité de la dynamine [364] ont été utilisés. Nos résultats montrent que ces 
derniers empêchent significativement la translocation intracellulaire de nos partenaires 
membranaires. En même temps, il faudrait noter que pas toute la population de récepteurs 
DOR semble être transportée de la même manière. En effet, les inhibiteurs de clathrine et de 
dynamine ont pu bloquer totalement l'internalisation des canaux, mais partiellement celle du 
récepteur. Une tendance similaire a été observée après transfection de siRNA dirigés contre la 




voie indépendante de celle adoptée par le complexe DOR/Kir. Prises ensemble, ces résultats 
suggèrent que les récepteurs DOR et les canaux Kir3 en interaction internalisent via un 
mécanisme clathrine et dynamine-dépendant. De plus, ces données plaident en faveur de 
l'hypothèse qui suggère que le récepteur DOR et le canal Kir internalisent comme une seule 
unité de signalisation. 
 Ces conclusions nous mènent à estimer que si l'internalisation du récepteur DOR induit 
une diminution du taux de canaux Kir3 à la membrane, alors cette même internalisation 
pourrait influencer la désensibilisation des courants Kir membranaires. Il faudrait signaler que 
l'élimination conjointe des récepteurs et des sous-unités Kir3 de la membrane était prévue pour 
interférer avec la capacité de signalisation d'autres récepteurs qui partagent les effecteurs Kir 
dans la même cellule [391]. Alternativement, en absence d'une telle influence on pourrait 
attendre à ce que la signalisation de la voie Kir3 soit compartimentée, avec chaque type de 
récepteur ayant accès à sa propre population de canaux.  
Les études dans les neurones du locus coeruleus de rats immatures montrent que la 
signalisation des canaux Kir3 médiée par les récepteurs MOR est non compartimentée [392]. 
Chez ces animaux, l'agoniste DAMGO des récepteurs MOR induit une désensibilisation 
hétérologue des courants Kir3 induits par la noradrénaline [392]. Cette situation est différente 
chez les animaux matures où la désensibilisation de MOR est aussi non compartimentée mais 
n'affecte pas les courants Kir3 générés par d'autres récepteurs. Une différence importante entre 
les animaux matures et immatures peut être expliquée par un niveau d'expression de GRK2 
plus élevé dans ces derniers [392]. Cependant, des données ont montré que bloquer 
l'internalisation des récepteurs MOR, avec un inhibiteur de la dynamine, n'affecte pas la 
désensibilisation induite par DAMGO considérant ainsi que l'internalisation des récepteurs 
MOR et la désensibilisation des courants Kir comme deux phénomènes indépendants [393]. 
En ce sens, les récepteurs DOR sont connus pour être plus susceptibles à une désensibilisation 
médiée par GRK2 et βarr que les récepteurs MOR [394]. Donc, est-ce que la désensibilisation 
robuste que possède le récepteur DOR et sa capacité à internaliser les canaux Kir pourrait 
influencer la désensibilisation des courants Kir ? Cela reste une question de recherche ouverte 




4.3 Perspectives et directions futures 
Dans la section 3.1, nous avons montré que l’activation du canal Kir3 par le récepteur 
DOR nécessite un changement conformationnel qui se transmet via le dimère Gβγ (mécanisme 
qui contribue à l'effet analgésique des opioïdes). Alors que dans la section 3.2, nous avons 
présenté des indices qui montrent que l’activation soutenue du DOR induit son internalisation 
ainsi que celle du canal Kir3 via un mécanisme βarr, clathrine et dynamine dépendant 
(mécanisme qui induit la tolérance à l'effet analgésique). Dans cette section, nous nous somme 
intéressé à utiliser les mécanismes caractérisés dans les sections 3.1 et 3.2 comme outils pour 
identifier la présence d'une signalisation différentielle pour les ligands du récepteur DOR suite 
à une stimulation aigue. De plus, on a voulu savoir si ces outils étaient capables de prédire 
l’efficacité d’un ligand à produire de l’analgésie ou de la tolérance à l’effet analgésique. 
 
4.3.1 Les ligands DOR stabilisent différemment l'interaction entre le 
récepteur DOR, le canal Kir3 et la βarr2 
 Maintenant que nous avons déterminé que la βarr2 est recrutée vers le complexe 
DOR/Kir3 et qu'elle intervenait dans son internalisation, il était intéressant de savoir si on 
aurait été capable, au moins en utilisant des données antérieures, de prédire le devenir post-
endocytique de notre complexe signalétique. Les études antérieures montrent que malgré ses 
actions analgésiques, une seule injection systémique de l'agoniste SNC-80, sélectif pour le 
récepteur DOR, est connue pour produire une perte prolongée de la capacité du récepteur à 
induire des réponses antinociceptives [26, 395]. Cette capacité n'est récupérée que 24 heures 
post-injection. Puisqu'une perte de réponses analgésiques va de pair avec l'internalisation de 
DOR et que la récupération est concomitante avec la réapparition du récepteur à la membrane 
[278], la séquestration du récepteur a été proposée comme un facteur déterminant de la 
tolérance analgésique aigue à cet agoniste [396]. Ce ne fut toutefois pas le cas pour d'autres 
agonistes DOR, comme le DPDPE qui, malgré sa capacité à induire le même niveau 
d'internalisation du récepteur que le SNC-80, ne produit pas le même niveau de tolérance [27]. 
La différence principale entre ces deux agonistes se concentre dans leur capacité à recycler, 




engendrés par différents réarrangements conformationnels entre le dimère Gβγ et le récepteur 
DOR, qui une fois activé par le SNC-80, devient susceptible à interagir avec la βarr2 
produisant ainsi une interaction stable avec cette dernière. Cette interaction induit 
l'internalisation du récepteur mais l'empêche aussi de recycler [27]. Par contre, le récepteur 
activé par le DPDPE interagit d'une manière transitoire avec la βarr2 et préserve sa capacité de 
recycler. Donc, en se basant sur ces observations, on pourrait conclure que l'interaction du 
récepteur DOR avec la βarr2 pourrait être utilisée comme un outil pharmacologique pour 
prédire la capacité de ce récepteur à recycler et induire une tolérance analgésique.  
 En ce qui concerne notre complexe DOR/Kir3, nos données montrent que le dimère 
Gβγ et les sous-unités Kir3 sont récupérés avec le récepteur DOR immunopurifié et stimulé 
d'une manière soutenue avec le SNC-80. De plus, nos données obtenus dans les cultures 
neuronales indiquent que suite à une stimulation par le SNC-80, les récepteurs DOR et les 
canaux Kir3 colocalisent avec la βarr2 dans le compartiment intracellulaire et que cette 
colocalisation reste stable même après 60 min de stimulation avec ce même agoniste. 
Ensemble, ces observations estiment que suite à une stimulation avec le SNC-80, les canaux 
Kir3 pourraient former une partie du même complexe qui reste associé d'une manière stable à 
la βarr2 et qui subit une séquestration vers le compartiment intracellulaire sans être capable de 
recycler.  
 Peut-on alors, en évaluant la susceptibilité de chaque agoniste à induire l'interaction 
DOR/βarr2, prédire sa capacité à induire une tolérance analgésique aux opioïdes ? Il ne faut 
pas ignorer que la βarr est impliquée dans l'internalisation du récepteur DOR, un phénomène 
proposé pour induire une tolérance analgésique aigue [396] et que cette même protéine 
régulatrice a montré un rôle essentiel dans l'internalisation de notre complexe DOR/Kir3. De 
plus, la stabilité de l'interaction DOR/βarr2, comme on vient de le mentionner, permet de 
prédire la capacité du récepteur DOR à recycler et induire une tolérance analgésique [27]. 
Ensemble, ces données indiquent l'importance que pourrait offrir cette interaction lors de la 
recherche de nouveaux analgésiques opioïdes qui préservent leurs effets analgésiques suite à 
une stimulation prolongée. Cependant, il faudrait signaler que nos données montrent aussi que 
la morphine induit l'internalisation du récepteur DOR (Annexe 3) et celle de notre complexe 




comme le DPDPE, une interaction transitoire du récepteur DOR avec la βarr2, la morphine 
induit une tolérance aigue à l'analgésie [270, 397]. Cela suggère que la morphine est capable 
d'activer une nouvelle voie de signalisation qui serait impliquée dans la formation de la 
tolérance analgésique observée. Cette nouvelle voie pourrait impliquer d'autres récepteurs 
(MOR par exemple) ou même peut-être d'autres effecteurs. 
Les données pharmacologiques actuelles montrent que chaque ligand opioïde produit plusieurs 
effets autres que l’effet thérapeutique recherché [18, 20, 21, 26, 27, 33, 34]. Ces effets sont 
définis par la capacité relative de chaque agoniste à activer différentes voies de signalisation 
cellulaire [398]. Ceci implique que l'identification des meilleurs analgésiques opioïdes doit se 
faire en identifiant la capacité de chacun des agonistes à activer les voies de signalisation 
impliquées dans les effets thérapeutiques et ceux induisant le développement des effets 
secondaires. Une fois le profil signalétique de chaque agoniste identifié, une préférence serait 
donnée pour les agonistes capables d'activer les voies de l'analgésie sans être capables 
d'activer les voies de tolérance lors de l'administration d'analgésiques opioïdes pour soulager 
les douleurs chroniques. Différentes voies de signalisation impliquées dans la formation d'une 
réponse analgésique et le développement d'une tolérance à l'analgésie seront explorées dans le 
prochain chapitre. 
 
4.3.2 La différence dans la signalisation des ligands DOR comme outil pour 
identifier de meilleurs analgésiques opioïdes 
 Il est maintenant bien connu que les ligands peuvent initier plusieurs cascades de 
signalisation par l’activation d’un même récepteur. Ces dernières incluent des canaux 
ioniques, des enzymes et même des protéines régulatrices dont l'identité est déterminée par le 
type cellulaire et le compartiment dans lequel sont exprimés les récepteurs [399]. En effet, 
cette diversité de signalisation pourrait être un avantage si on serait capable de diriger les 
stimuli pharmacologiques vers les effecteurs spécifiquement impliqués dans les réponses 
analgésiques tout en rendant, ces mêmes stimuli, plus résistants au déclin progressif de 
l'efficacité à signaler. Chaque ligand opioïde transmet un signal complexe en se fixant au 




conformation distincts du récepteur et en résulte par une modification au niveau de l'efficacité 
de ce dernier à activer préférentiellement une cascade de signalisation plutôt qu’une autre, un 
phénomène maintenant connu sous le nom de sélectivité fonctionnelle d'un ligand. Ainsi, le 
but de cette partie de la thèse consiste à utiliser les données présentées durant notre étude 
(articles 1 et 2) ainsi que d'autres antérieures publiées pour identifier des outils 
pharmacologiques (biosenseurs) qui seront utilisés pour construire un profil signalétique pour 
une variété de ligands opioïdes. Ces profils seront finalement utilisés pour catégoriser les ligands 
opioïdes en groupes distincts qui seront prédictifs des résultats cliniques attendus. En d'autres termes, 
le projet consiste à identifier les agonistes capables de stabiliser le récepteur à une conformation lui 
permettant d'activer les voies de l'analgésie sans être capable d'activer les voies de la tolérance aux 
effets analgésiques. L'identification de tel agonistes et l’élucidation des mécanismes 
moléculaires impliqués dans le développement de la tolérance à l'analgésie serait une étape 
importante pour améliorer la durée d’action des analgésiques opioïdes administrés aux 
patients. 
 Les biosenseurs identifiés pour notre projet sont basés sur la technologie BRET (tel 
qu'expliqué dans la mise en contexte de l'article 1). Chaqu'un de ces derniers jouerait le rôle 
d'un indicateur qui permettrait de mettre en évidence la capacité d'un ligand à activer une voie 
de signalisation spécifique. Les différents biosenseurs choisis peuvent être présentés comme 
suit: 
 
Mise en évidence des mécanismes de l'analgésie: Les études ont montré que les opioïdes 
produisent leurs effets analgésiques en modulant les canaux potassiques de la famille Kir3 
[131, 138, 140]. De plus, nos données (article 1) montrent que cette modulation ne se transmet 
pas directement du récepteur à l'effecteur mais du récepteur vers la protéine G et de cette 
dernière vers l'effecteur Kir3. Le premier évènement de transmission (récepteur/protéine G) 
sera estimé par les biosenseurs de la protéine G (interaction Gα vs Gβγ) qui permettront de 
caractériser la capacité de chaque ligand à activer la protéine G (Figure 16). Alors que le 
deuxième évènement (protéine G/effecteur) sera estimé par le biosenseur Kir (interaction Gβγ 












Figure 17. Les biosenseurs de protéine G et Kir comme outils pour mesurer l’efficacité d’une drogue à 
produire un effet analgésique. Suite à l'activation aigue du récepteur DOR, la sous-unité Gγ2 s'éloigne de la 
sous-unité Gα (flèches rouges) et s'approche du domaine C-term du canal Kir3 (flèches bleues). Le concept 
d'éloignement de la sous-unité Gα et de rapprochement du domaine C-term active le canal Kir3 d'où la pertinence 
d'utiliser ces deux biosenseurs comme indicateurs pour estimer la production d'un effet analgésique.   
 
 
Mise en évidence des mécanismes de tolérance: Pour ce type d'effets non désirés, deux types 
d'adaptations peuvent se mesurer (moléculaires et cellulaires). Concernant les adaptations 
moléculaires, on sait que la stimulation soutenue du récepteur déclenche le phénomène de 
désensibilisation homologue qui se caractérise comme étant un des mécanismes de la tolérance 
moléculaire aux opioïdes [278, 373, 400]. De plus, comme présentée dans la section 
précédente, l'interaction DOR/βarr2 joue un rôle essentiel pour prédire la capacité de certains 
ligands DOR à induire une tolérance moléculaire. De ce fait et sachant que distinctes 
conformations du récepteur opioïde médiées par différents ligands pourraient rendre ce dernier 







Diminution du signal BRET: 
Gα & Gγ N-term 
Biosenseurs de protéine G: 
• αi1 vs γ2 
• αoA vs γ2 
• αz vs γ2 
Augmentation du signal BRET:  
Gγ N-term & Kir3 C-term  
Biosenseur Kir: 




401], le recrutement de la βarr vers le récepteur, mesuré en présence de différentes GRK, sera 
utilisé comme notre biosenseur pour déterminer l'efficacité d'une drogue à activer les 




Figure 18. Le biosenseur de recrutement de la βarr. 
 
 
De plus, les études montrent que la modulation de la voie d’adénylate cyclase serait à la base 
des mécanismes de tolérance cellulaire [402-404]. Donc, le biosenseur EPAC, déjà validé pour 
sa capacité à caractériser le niveau de production de molécules d'AMPc [405, 406], sera utilisé 
pour mesurer la capacité d'une drogue à moduler l'activité de l'AC (Figure 18). 
 Pour résumer, notre hypothèse suggère qu'un agoniste capable d'activer très 
efficacement les biosenseurs de protéine G et Kir et peu efficacement les biosenseurs de 
recrutement de βarr et EPAC serait un agoniste capable de produire de l'analgésie avec peu de 
tolérance (ligand de préférence). Les différents biosenseurs décrits dans cette section seront 
utilisés pour identifier les profils signalétiques des ligands du récepteur DOR de rat (rDOR). 
Finalement, une simple comparaison par extrapolation sera réalisée entre ce dernier profil et 
celui du récepteur DOR humain (hDOR). 
Biosenseurs de recrutement de la βarr :  
• DOR vs βarr2 (mock) 
• DOR vs βarr2 + GRK2 
• DOR vs βarr2 + GRK5 






Figure 19. Le biosenseur EPAC. 
 
 
 Sachant que les différents biosenseurs de cette étude sont basés sur la technologie 
BRET, des courbes dose-réponse de chaque biosenseur et pour chaque ligand testé seront 
réalisées et analysées en utilisant le modèle opérationnel. Ce modèle proposé en 1983 par 
Black & Leff [407] et amélioré, récemment, par Kenakin & Christopoulos [408, 409] est 
considéré, de nos jours, un des meilleurs modèles pour quantifier l'efficacité d’un ligand à 
générer une réponse biologique. Le postulat fondamental de ce modèle repose sur sa capacité 
de contourner le besoin de décrire l’efficacité d'un ligand par une constante [407] mais plutôt 
par un paramètre de la courbe qui dépend de la relation saturable entre la stimulation du 
récepteur et la réponse observée. Le modèle opérationnel tel qu'utilisé par Kenakin & 
Christopoulos tient en considération la présence de plusieurs conformations actives d'un même 
récepteur (Figure 19) et utilise ainsi deux paramètres liés au ligand pour mesurer l'efficience 
de ce dernier à activer une réponse spécifique. Ces deux paramètres sont : 1) l'efficacité (τ) 
qui fait référence aux changements conformationnels qui se réalisent une fois le récepteur 
devient activé par la drogue et 2) l’affinité fonctionnelle (KA) qui fait référence à la capacité 
de la drogue à reconnaitre la forme active du récepteur produisant ainsi la réponse d’intérêt 
[410, 411]. En d'autres termes, l'affinité pour les ligands efficaces est déterminée, au moins en 















Figure 20. Modèle «multi-états»: plusieurs conformations actives d’un même récepteur. 
 
 
 Somme toute, l'efficacité relative que peut adopter une drogue pour différentes voies de 
signalisation ainsi qu'une affinité différentielle de cette dernière pour l'état actif du récepteur 
induisant la réponse voulue pourraient identifier la présence de comportements ''biaisés'' pour 
les ligands à tester. La procédure d'analyse des courbes dose-réponse (utilisée dans l'Annexe 3 
et détaillée dans l'Annexe 4) pourrait expliquer la transition de la phase ''courbe dose-réponse'' 

























Les valeurs de Δ log (τ / KA), calculées à partir de nos courbes dose-réponse, ont été 
représentés sous la forme d'un polygone. Chaque polygone comprend différents axes dont 
chacun correspond à un biosenseur différent et au niveau duquel la Met-Enképhaline a été 
utilisée comme ''drogue strandard'' (représentée en rouge). Nos résultats, réalisés en utilisant le 
rDOR (Figure 21), montrent que AR-M100390, Buprénorphine, TIPP et DPDPE produisent 
une forte activation des biosenseurs de protéine G et Kir sans activer efficacement les 
biosenseurs EPAC et de recrutement de βarr. Par contre, Deltorphine et SNC-80 produisent 
non seulement une forte activation des biosenseurs de l'analgésie, mais activent aussi très 
efficacement les biosenseurs de tolérance. Aussi, en comparant les profils signalétiques du 
récepteur DOR humain et de rat (Figure 22), nos résultats montrent que ces derniers 
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présentent, en majorité, la même structure polygonale (même préférence de la drogue pour 
activer certains biosenseurs que d'autres), pourtant, l'efficacité des drogues à activer les 
différents biosenseurs a été plus élevée chez le hDOR que celle du rDOR. Ainsi, on pourrait 
estimer que le récepteur humain présente une meilleure capacité à activer les voies 
signalétiques d'analgésie et de tolérance que son partenaire de rat. Une analyse statistique 
devrait être réaliser pour valider toutes nos observations.  
Prises ensemble, ces données indiquent que AR-M100390, Buprénorphine, TIPP et 
DPDPE seraient des drogues de préférence puisqu'elles montrent une préférence pour activer 
les biosenseurs de l'analgésie sur ceux de la tolérance. D'autre part, on s'attend à que 
Deltorphine et SNC-80 produisent une forte tolérance à l'analgésie suite à leur administration 
prolongée car malgré leurs fortes capacités d'activer les voies de la protéine G et Kir, ces 
ligands activent très efficacement les voies d'AC et de recrutement de βarr. Donc, ces résultats 
estiment que Deltorphine et SNC-80 auront plus tendance à développer une tolérance 
analgésique que AR-M100390, Buprénorphine, TIPP et DPDPE et indiquent que le profil 







Figure 22. Les ligands du récepteur rDOR présentent des profils signalétiques différents. 
Le profil signalétique de chaque ligand, indiquant les valeurs de Δ log (τ / KA), ont été représentés sous la forme 
d'un polygone. Chaque polygone comprend différents axes dont chacun correspond à un biosenseur différent et 
au niveau duquel la Met-Enképhaline, utilisée comme ''drogue strandard'', a été représentée sous la forme d'un 
enneagone rouge alors que la drogue à tester a été représentée sous la forme d'un enneagone bleu. L'enneagone 
rouge est commun à tous les polygones (valeurs de Δ log (τ / KA) toujours ajustées à zéro), cependant, l'échelle 










Figure 23. Comparaison par extrapolation des profils signalétiques de ligands opioïdes chez rDOR et 
hDOR. 
Comme indiqué dans la légende de la Figure 21, le profil signalétique de chaque ligand, indiquant les valeurs de 
Δ log (τ / KA), ont été représentés sous la forme d'un polygone. Dans chaque polygone, la Met-Enképhaline, 
utilisée comme ''drogue strandard'', a été représentée sous la forme d'un heptagone rouge alors que la drogue à 
tester a été représentée sous la forme d'un heptagone bleu foncé (rDOR - première colonne) ou cyan (hDOR - 
deuxième colonne). Pour mieux visualiser les différences entre les profils signalétiques des ligands opioïdes chez 
rDOR et hDOR, une extrapolation des heptagones a été représentée au niveau de la troisième colonne. 
 
 
4.3.3 Y a-t-il un intérêt à exploiter la régulation différentielle des complexes 
préformés afin d'identifier un meilleur analgésique opioïde ? 
Dans la section précédente, on a évalué la préférence de plusieurs ligands à activer 
certaines voies signalétiques plus que d'autres. Cette caractéristique, propre pour chaque 




dans des complexes de compositions différentes. Autrement dit, si les drogues à tester se 
trouvent affrontées d'une manière similaire à des complexes préformés (comme celui 
DOR/Kir), les drogues auront le choix de préférer activer un complexe sur un autre. Ce 
concept serait d'un grand intérêt à exploiter surtout si on serait capable d'identifier des ligands 
susceptibles 1) d'activer préférentiellement les récepteurs en association avec des effecteurs 
impliqués dans la production de l'effet analgésique (comme les canaux Kir ou Cav) et/ou 2) de 
désensibiliser et même internaliser les récepteurs en complexe avec des effecteurs impliqués 
dans les voies de la tolérance (comme l'AC) (Figure 23). L'idée que le récepteur peut se 
comporter d'une manière différente dépendamment de ses partenaires signalétiques est 
supportée par des études qui montrent que les propriétés pharmacologiques d'un récepteur 
peuvent changer lorsqu'il se trouve en homo- ou hétéro-dimère [412, 413]. 
 
Figure 24. La régulation des complexes préformés comme outil pour identifier de meilleurs analgésiques 
opioïdes. (A) Les complexes préformés DOR/Kir3 (bleu) et DOR/AC (rouge) se trouvent affrontés à des ligands 
opioïdes. Un ligand de préférence serait celui capable de reconnaitre et activer le récepteur DOR en association 
avec le canal Kir3 produisant ainsi un effet analgésique (B) et/ou capable de reconnaitre et internaliser le 





 Durant ces dernières années, les études de pharmacologie moléculaires valorisent le 
fait que les RCPG n'existent pas seuls à la membrane plasmique. Les résultats rapportés dans 
cette thèse montrent des preuves qui s'opposent au modèle généralement accepté, qui suppose 
que les récepteurs et les protéines G sont tous deux mobiles et qu'une collision entre eux est 
nécessaire pour l'activation de la protéine hétérotrimérique Gαβγ [205-207]. Ces résultats 
supportent plutôt le modèle de précouplage et montrent que le récepteur DOR forme un 
complexe constitutif avec sa protéine G et un de ces effecteurs impliqué dans la génération de 
l'effet analgésique, le canal Kir3. Ce complexe maintient son intégrité suite  à l'activation du 
récepteur et subit de multiples réarrangements conformationnels permettant ainsi la 
transmission de l'information du récepteur DOR actif à l'effecteur Kir3 via une voie spécifique 
qui implique les sous-unités de la protéine G, induisant ainsi l'activation du canal.  
Malheureusement, l'activation de certains mécanismes de tolérance provoquent 
l'internalisation du récepteur DOR et du canal Kir3 par la βarr via une voie clathrine et 
dynamine-dépendante. Donc, on pourrait toutefois supposer qu’un ligand capable de produire 
un effet analgésique sans activer les mécanismes de tolérance serait privilégié dans le 
traitement des douleurs chroniques. Cette thèse s'est basée sur ses propres résultats ainsi que 
d'autres antérieurs pour identifier des outils permettant d'augmenter nos connaissances sur la 
capacité de certains agonistes DOR à activer préférentiellement les voies responsables des 
effets thérapeutiques ou ceux de la tolérance (résultats préliminaires présentés dans la section 
''Perspectives et directions futures''). Voilà pourquoi les données présentées dans cette thèse 
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7.1 Annexe 1 
Regulation of Opioid Receptor Signalling: Implications for the Development 
of Analgesic Tolerance 
Karim Nagi and Graciela Piñeyro 




Opiate drugs are the most effective analgesics available but their clinical use is restricted by 
severe side effects. Some of these undesired actions appear after repeated administration and 
are related to adaptive changes directed at counteracting the consequences of sustained opioid 
receptor activation. Here we will discuss adaptations that contribute to the development of 
tolerance. The focus of the first part of the review is set on molecular mechanisms involved in 
the regulation of opioid receptor signalling in heterologous expression systems and neurons. In 
the second part we assess how adaptations that take place in vivo may contribute to analgesic 























7.2 Annexe 2 
Kir3 Channel Signaling Complexes: Focus on Opioid Receptor Signaling 
Karim Nagi and Graciela Pineyro 




Opioids are among the most effective drugs to treat severe pain. They produce their analgesic 
actions by specifically activating opioid receptors located along the pain perception pathway 
where they inhibit the flow of nociceptive information. This inhibition is partly accomplished 
by activation of hyperpolarizing G protein-coupled inwardly-rectifying potassium (GIRK or 
Kir3) channels. Kir3 channels control cellular excitability in the central nervous system and in 
the heart and, because of their ubiquitous distribution, they mediate the effects of a large range 
of hormones and neurotransmitters which, upon activation of corresponding G protein-coupled 
receptors (GPCRs) lead to channel opening. Here we analyze GPCR signaling via these 
effectors in reference to precoupling and collision models. Existing knowledge on signaling 
bias is discussed in relation to these models as a means of developing strategies to produce 























7.3 Annexe 3 
Ligand- and Cell-dependent Determinants of Internalization and cAMP 
Modulation by Delta Opioid Receptor (DOR) Agonists 
Iness Charfi, Karim Nagi, Ouissame Mnie-Filali, Dominic Thibault, Louis-Eric Trudeau and 
Graciela Pineyro 




Signaling bias refers to G protein-coupled receptor ligand ability to preferentially activate one 
type of signal over another. Bias to evoke signaling as opposed to sequestration has been 
proposed as a predictor of opioid ligand potential for generating tolerance. Here we measured 
whether delta opioid receptor agonists preferentially inhibited cyclase activity over 
internalization in HEK cells. Efficacy (τ) and affinity (KA) values were estimated from 
functional data and bias was calculated from efficiency coefficients (log τ /KA). This approach 
better represented the data as compared to alternative methods that estimate bias exclusively 
from τ values. Log (τ /KA) coefficients indicated that SNC-80 and UFP-512 promoted cyclase 
inhibition more efficiently than DOR internalization as compared to DPDPE (bias factor for 
SNC-80: 50 and for UFP-512: 132). Molecular determinants of internalization were different 
in HEK293 cells and neurons with βarrs contributing to internalization in both cell types, 
while PKC and GRK2 activities were only involved in neurons. Rank orders of ligand ability 
to engage different internalization mechanisms in neurons were compared to rank order of 
Emax values for cyclase assays in HEK cells. Comparison revealed a significant reversal in 
rank order for cyclase Emax values and βarr-dependent internalization in neurons, indicating 
that these responses were ligand-specific. Despite this evidence, and because kinases involved 
in internalization were not the same across cellular backgrounds, it is not possible to assert if 
the magnitude and nature of bias revealed by rank orders of maximal responses is the same as 






7.4 Annexe 4 
Procédure d'analyse des courbes dose-réponse en utilisant le modèle 
opérationnel 
 Comme expliqué dans partie discussion - section 3, des courbes doses-réponses de 
chaque biosenseur et pour chaque ligand ont été réalisées en utilisant la technique de BRET. 
Les courbes sont ainsi générées par le logiciel GraphPad 6 en ajustant les valeurs BRET avec 
le modèle opérationnel tel qu'utilisé par Kenakin & Christopoulos [408, 409]. Une fois les 
courbes ajustées, le logiciel nous permettra ainsi de calculer les paramètres τ et KA de chaque 
courbe. On procèdera ensuite à identifier le coefficient de transduction (log (τ / KA)), qui 
décrit l'efficacité d'un ligand à évoquer un effet particulier. Ce coefficient peut finalement être 
utilisé pour comparer les différents ligands opioïdes. Cependant, il faudrait noter que cette 
dernière comparaison ne pourrait se réaliser qu'à l'intérieur d'une voie signalétique spécifique 
(un seul biosenseur). Cela est dû à la présence de différentes variables (ex: la quantité d'ADN 
à transfecter, la présence de partenaires BRET spécifiques pour chaque voie, etc.) qu'on 
devrait prendre en considération en comparant différentes voies signalétiques [407]. Pour ce 
faire, une normalisation pour la valeur de notre coefficient de transduction serait nécessaire. 
Cette normalisation consiste à soustraire la valeur du coefficient de transduction d'une drogue 
standard de celle d'une drogue à tester en utilisant la formule suivante:  
Δ log (τ / KA) = (log (τ / KA) TEST) - (log (τ / KA) STANDARD).  
Δ log (τ / KA) serait ainsi utilisé pour comparer l’efficacité de signalisation des différents 
ligands de notre étude et dans différentes voies de signalisation. 
 
